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In der heutigen Zeit rückt die Resistenz verschiedener bakterieller Krankheitserreger 
(pathogene Bakterien) gegenüber vielen herkömmlichen Antibiotika immer mehr in den Fokus. 
Solche antibiotikaresistenten Bakterien entstehen durch übermäßigen und unsachgemäßen 
Gebrauch von Antibiotika1–4. Ein aktuelles und ernstzunehmendes Beispiel sind 
methicillinresistente Staphylococcus aureus (MRSA) Stämme, welche ein zusätzliches 
Penicillin-bindendes Protein exprimieren und dadurch gegenüber allen β-Lactam Antibiotika 
resistent sind. Die Weltgesundheitsorganisation stuft MRSA mittlerweile als einen vorrangigen 
Krankheitserreger ein, welcher die Gesundheit der Menschen ernsthaft bedroht5,6. 
Die Entwicklung alternativer Therapiemöglichkeiten zur Behandlung von bakteriellen 
Infektionen ist somit essentiell. In den letzten Jahren nahm daher die medizinische Relevanz 
von Bakteriophagen als möglicher Therapieansatz deutlich zu1–4. Bei Bakteriophagen, kurz 
Phagen, handelt es sich um Viren, die ausschließlich Bakterien oder Archaeen befallen. 
Deren letale Wirkung auf Bakterien wurde bereits im Jahre 1915 von Frederick Twort sowie 
von Félix d’Hérelle im Jahre 1917 beschrieben7,8. Bedeutend für den Einsatz von 
Bakteriophagen in der Medizin ist deren hohe Wirtsspezifität für bestimmte Bakterienspezies 
oder einem genotypischen Bakterienstamm1,9. Heutzutage besteht aber nicht nur Interesse an 
der antimikrobiellen Aktivität von Phagen, sondern sie können aufgrund ihrer Spezifität auch 
als gezielte Transportsubstanzen von Arzneimitteln oder Impfstoffen dienen4. Beispielsweise 
wurde der gentechnisch modifizierte Phage M13 zur Bildgebung von Tumorzellen sowie zur 
Abgabe von Arzneimittel an Prostatakrebszellen in vitro eingesetzt10. Auch in den 
Materialwissenschaften finden mittlerweile Phagen Anwendung. Der Phage M13 wurde 
dahingehend funktionalisiert, dass er verschiedene nanoskalige Materialien, wie Nanoringe 
oder Mikro- und Nanofasern, zusammenbauen kann11,12.  
Für den effizienten Einsatz von Bakteriophagen, gerade in der Medizin, ist eine detaillierte 
Analyse der Wirkmechanismen von Bakteriophagen unausweichlich. Während dieser 
Doktorarbeit wurde ein von Phagen codiertes Protein, welches an der Lyse des Bakterienwirts 
beteiligt ist, strukturell und funktionell untersucht.  
 
1.1 Bakteriophagen  
Bakteriophagen sind Viren, die ausschließlich Prokaryoten als Wirte nutzen7,8. 
Diese infektiösen Partikel werden oftmals anhand des Wirtsorganismus den sie befallen, ihrer 




Einordnung von Viren erfolgt durch das International Commitee on Taxonomy of Viruses 
(ICTV). Laut ihrem neusten Bericht (Juni 2019) sind derzeit 5560 Virenspezies in der 
Datenbank eingegliedert, die wiederum in 14 verschiedene Ordnungen untergeordnet sind14. 
Strukturell aufgebaut sind Bakteriophagen im allgemeinen aus einer Nukleinsäure, welche von 
einer Proteinhülle, dem sogenannten Kapsid, umgeben ist15,16. Diese Proteinhülle dient 
einerseits dem Schutz des Genoms des Phagen und andererseits verfügt sie über Rezeptoren, 
die für die Erkennung des Wirts erforderlich sind15,17. Die Phagen der T-Serie, welche 
momentan am besten strukturell charakterisiert sind, weisen untereinander nur kleine 
Unterschiede in ihrem Genom und ihrer Struktur auf18. Bakteriophagen dieser Serie sind aus 
einem ikosaedrischen Kapsid, in dem die doppelsträngige DNA eingeschlossen ist, einer 
Grundplatte und dem Injektionsapparat für die Penetration ihrer Nukleinsäure in den 
Bakterienwirt aufgebaut (Abb. 1). Die Grundplatte ist zusätzlich mit Schwanzfasern und Spikes 




Abbildung 1: Schematische Grundstruktur des Phagen T4 
Die doppelsträngige DNA des Bakteriophagen T4 liegt im ikosaedrischen Kapsid vor. Die Schwanzhülle umschließt das 
Schwanzrohr, welches die Nukleinsäure in den Bakterienwirt injiziert. Die Grundplatte mit den Schwanzfasern und Spikes 
dienen dem Phagen als Erkennungssensoren für den Wirt15,18 (Abbildung verändert entnommen aus M. L. YAP et al.19). 
Solch eine Grundstruktur weisen allerdings nicht alle Bakteriophagen auf, so unterscheidet sich 
beispielsweise die Morphologie des Phage M13 deutlich von denen der T-Serie. 
Der filamentöse Phage M13 verfügt über eine zirkuläre einzelsträngige DNA, welche von 
verschiedenen Hüllproteinen umgeben ist20. Neben den strukturellen Unterschieden weisen 
Bakteriophagen auch große Komplexitätsunterschiede zwischen ihren Genomen auf. Es reicht 
von kleinen kugelförmigen Phagen mit einem kleinen Genom, wie etwa der Phage φX174 mit 
rund 5000 Basenpaaren, bis hin zu einem großen und sehr komplexen Phagengenom, wie es 




1.2 Lebenszyklen von Bakteriophagen 
Bakteriophagen sind, wie alle Viren, nicht in der Lage sich selbst zu replizieren und sind daher 
auf den Syntheseapparat eines Wirtsorganismus angewiesen. Ein charakteristisches Merkmal 
von Phagen ist deren hohe Wirtsspezifität, wodurch sie auf bestimmte Bakterienspezies 
beziehungsweise Bakterienstämme beschränkt sind. In der ersten Phase ihres 
Vermehrungszyklus ermöglichen spezifische Rezeptoren auf der Oberfläche der Wirtszelle die 
Adsorption des Phagen an seinen Wirt9,23,24. Als Phagenrezeptor können dabei nahezu alle 
Strukturen dienen, die sich auf der Oberfläche einer Bakterienzelle befinden23. Beispielsweise 
können Phagen an in der äußeren Membran von Gram-negativen Bakterien verankerten 
Polysaccharidseitenketten binden oder an Teichonsäuren, den polymeren Bausteinen der 
Zellwand von Gram-positiven Bakterien23,25. Nach erfolgter Adsorption des Phagen wird 
dessen Nukleinsäure in den Wirt injiziert und die leere Proteinhülle des Phagen bleibt an der 
Außenseite der Zelle haften16. Die Penetration der Nukleinsäure ist dabei spezifisch für 
verschiedene Phagen26. Der Phage T4, welcher Gram-negative Bakterien befällt, erfährt nach 
seiner Adsorption zunächst eine Konformationsänderung seiner Grundplatte. Durch die 
nachfolgende Kontraktion der Schwanzhülle durchstößt dessen Schwanzrohr die äußere 
bakterielle Membran. Durch nachfolgende enzymatische Aktivität des Phagen T4 und der 
Fusion seiner Schwanzspitze mit der inneren Bakterienmembran wird die Phagen-DNA in den 
Wirt injiziert27–29. Je nach Phagenart wird nach dem Einschleusen der Nukleinsäure entweder 
der lytische oder der lysogene Vermehrungszyklus eingeschlagen. Phagenspezifische Proteine, 
welche nach der Infektion von dem Wirtsorganismus hergestellt werden, sind die Initiatoren 
für den entsprechenden Zyklus16,30.  
 
1.2.1 Lytischer Zyklus 
Virulente Bakteriophagen nutzen für ihre Vermehrung den lytischen Zyklus, welcher 
unumgänglich zur Lyse des bakteriellen Wirts führt (Abb. 2). Nach erfolgter Injektion ihrer 
Nukleinsäure gehen die Phagen in die sogenannte Latenzphase über. Während dieser Phase 
wird der gesamte Stoffwechsel des Bakterienwirts heruntergefahren. Die Wirtszelle wird 
dahingehend umprogrammiert, dass lediglich die einzelnen Phagenkomponenten synthetisiert 
werden16,30. Erst am Ende der Latenzphase erfolgt die Selbstassemblierung der 
Phagennachkommen, die dann zunächst intrazellulär akkumulieren30. Für die Freisetzung der 
neu assemblierten Phagen werden daraufhin weitere Phagen-codierte Proteine synthetisiert, 




des lytischen Zyklus werden die Tochterphagen in die Umwelt entlassen, was in der Regel mit 
der Lyse des Bakterienwirts verbunden ist24,30. Die neuen Phagen können dann wiederum 




Abbildung 2: Lytischer Zyklus von Bakteriophagen 
Virulente Bakteriophagen programmieren sofort nach der Penetration ihrer Nukleinsäure die Wirtszelle um, sodass diese mit 
der Produktion der Phagennachkommen beginnt. In dieser Latenzphase stellt der Syntheseapparat des Bakterienwirts die 
notwendigen Kopf-und Schwanzproteine her und zudem wird das Phagengenom repliziert. Nach Selbstassemblierung der 
Tochterphagen akkumulieren diese zunächst in ihrem Wirt und durch anschließende Lyse der Bakterienzelle erfolgt deren 
Freisetzung16,24,30 (Abbildung verändert entnommen aus R. FEINER et al.32). 
 
1.2.2 Lysogener und pseudolysogener Zyklus 
Temperente Bakteriophagen leiten hingegen nicht zwangsläufig die Lyse ihres Bakterienwirts 
ein, da sie neben dem lytischen Vermehrungszyklus auch den lysogenen Zyklus einschlagen 
können (Abb. 3A)33. Ein Großteil solcher Phagenpopulationen geht zunächst in den ruhenden, 
lysogenen Zyklus über und nur ein Bruchteil schlägt direkt zu Beginn den lytischen Zyklus 
ein16,33. Nach der Penetration ihrer Nukleinsäure in den Bakterienwirt integrieren temperente 
Phagen ihre Nukleinsäure in das bakterielle Genom. Der Phage ist in diesem Stadium nicht 
infektiös, sondern befindet sich in einer Art Ruhemodus. Phagenkomponenten werden in 
diesem Modus nicht von der Wirtszelle synthetisiert. Die Vermehrung solcher Phagen erfolgt 
im lysogenen Zyklus somit auf rein genetischer Ebene, da deren genetische Information 
synchron mit der bakteriellen Zellteilung verdoppelt und weitergegeben wird. Unter diesen 
Bedingungen wird der Phage als Prophage bezeichnet, der in dem lysogenen Bakterium die 




verschiedener Umwelteinflüsse, wie beispielsweise UV-Licht, in den lytischen 
Vermehrungszyklus eintreten und mit der Produktion neuer Phagen beginnen16,33.  
 
 
Abbildung 3: Lysogener und pseudolysogener Zyklus von Bakteriophagen  
(A) Temperente Phagen können neben dem lytischen Zyklus auch den lysogenen Zyklus einschlagen. Die injizierte 
Nukleinsäure wird in das bakterielle Genom eingebaut, wodurch der Phage in einen ruhenden, nicht-infektiösen Zustand 
übergeht. Der sogenannte Prophage wird dadurch zusammen mit dem Wirtsgenom repliziert. Bedingt durch verschiedene 
Umwelteinflüsse kann der Prophage in den lytischen Zyklus übergehen und mit der Produktion seiner Phagennachkommen 
durch die Wirtszelle beginnen16,33. (B) Bakteriophagen gehen in einen pseudolysogenen Zustand über, sofern ihr Bakterienwirt 
einem Nährstoffmangel ausgesetzt ist. Nach der Penetration ihrer Nukleinsäure erfolgt weder die Produktion der 
Phagennachkommen, noch wird das Phagengenom in das bakterielle Genom integriert. Das Genom des Phagen verweilt im 
Bakterienwirt und wird als nicht-replizierender Präprophage bezeichnet. Sobald dem bakteriellen Wirt genügend Nährstoffe 
vorliegen, geht der Bakteriophage entweder in den lytischen oder lysogenen Zyklus über32–34 (Abbildung verändert entnommen 
aus R. FEINER et al.32). 
Bakteriophagen können hingegen auch in einen pseudolysogenen Zustand übergehen, bei dem 
sie sich in einem inaktiven, nicht-lysogenen Gleichgewicht mit ihrem Bakterienwirt 
befinden33,34. Sofern der Bakterienwirt einer Nährstoffknappheit ausgesetzt ist, schlagen 
Bakteriophagen eben diesen pseudolysogenen Zustand ein (Abb. 3B). Die unzureichende 
Nährstoffversorgung verhindert die Replikation der Nukleinsäure der Phagen sowie die 
Synthese der einzelnen Phagenkomponenten. Im Gegensatz zum lysogenen Zyklus wird das 
Phagengenom auch nicht in das bakterielle Genom integriert, sondern verweilt als nicht-
integrierter Präprophage32,34. Trotz ungünstiger Nährstoffbedingungen wird durch den 
pseudolysogenen Zustand das Überleben der Bakteriophagen ermöglicht. Sobald genügend 




übergehen. Aufgrund fehlender Replikation während des pseudolysogenen Zyklus wird der 
Präprophage allerdings nach der Zellteilung an nur eine Tochterzelle weitergegeben34.  
 
1.3 Freisetzungsstrategien von Bakteriophagen  
Im letzten Schritt des lytischen Zyklus werden die neu assemblierten Bakteriophagen in die 
Umwelt freigesetzt. Hierzu müssen die Phagennachkommen die physischen Barrieren der 
Zellhülle ihrer Wirtsorganismen überwinden. Handelt es sich bei dem Wirt um Gram-positive 
Bakterien, so besteht deren Zellhülle aus der inneren Cytoplasmamembran sowie dem 
Peptidoglykan. Bei Gram-negativen Wirtszellen müssen die Phagen zusätzlich die äußere 
Membran durchdringen (Abb. 4)35.  
 
 
Abbildung 4: Aufbau der Zellhülle von Gram-positiven und Gram-negativen Bakterien 
Die Zellhülle von Gram-positiven Bakterien ist aus der inneren Membran sowie dem Peptidoglykan aufgebaut. Gram-negative 
Bakterien verfügen über eine zusätzliche äußere Membran, weshalb ihre Peptidoglykanschicht wesentlich dünner ist, 
verglichen zu der in Gram-positiven Bakterien. Verschiedene in der Membran verankerte Proteine sind sowohl in der inneren 
als auch in der äußeren Membran integriert (lila). In Gram-positiven Bakterien ist das Peptidoglykan zusätzlich durch 
Lipoteichonsäuren (geschwungene lila Linien) und Wandteichonsäuren (türkis) vernetzt. Auf der Außenseite der äußeren 
Membran in Gram-negativen Bakterien befinden sich Lipopolysaccharide (grün)36–38 (Abbildung verändert entnommen aus 
W. PAJERSKI et al.39). 
Die innere Membran von Bakterien, auch Cytoplasmamembran genannt, ist eine hydrophobe 
Phospholipiddoppelschicht, in welcher verschiedenste Membranproteine integriert sind. 
Die genaue Lipidzusammensetzung der Membran variiert je nach Bakterium37, so setzt sich 
beispielsweise die innere Membran von Escherichia coli (E. coli) aus 70-80 % 
Phosphatidylethanolamin (POPE), 15-20 % Phosphatidylglycerol (POPG) und 5 % oder 
weniger Cardiolipin zusammen40,41. Bei den zusätzlich vorhandenen Membranproteinen 
handelt es sich entweder um integrale Membranporteine, welche über ihre α-helikale 
Transmembrandomäne (TMD) in die Membran eingelagert sind, oder um Lipoproteine37. 




dar, welches für die Stabilisierung der definierten Zellform sorgt und dem osmotischen Druck 
standhält. Je nach Bakterienart variiert dessen Schichtdicke und chemische 
Zusammensetzung25. Im Allgemeinen ist das Murein aus den beiden Zuckerderivaten 
N-Acetylglycosamin (GlcNAc) und N-Acetylmuraminsäure (MurNAc) aufgebaut, welche 
alternierend β-1,4-glykosidisch verknüpft sind und das Polysaccharidrückgrat des 
Peptidoglykans bilden25,36. Des Weiteren wird das Rückgrat über die D-Lactylgruppe der 
N-Acetylmuraminsäure über kurze Peptide quervernetzt. Die häufigste Zusammensetzung 
dieser kurzen Peptidsequenz ist L-Ala-D-Glu-Diaminopimelinsäure (DAP)-D-Ala, wobei die 
Vernetzung mit einer anderen Glykankette über das D-Ala an Position 4 und dem m-DAP an 
Position 3 einer anderen Kette erfolgt (Abb. 5)25. 
 
Abbildung 5: Schematischer Aufbau des Peptidoglykans am Beispiel von Gram-negativen E. coli Bakterien 
Das Peptidoglykan ist aus den beiden Zuckerderivaten N-Acetylglycosamin (GlcNAc, grün) und N-Acetylmuraminsäure 
(MurNAc, orange) aufgebaut. Diese sind alternierend β-1,4-glykosidisch miteinander verknüpft und bilden das 
Polysaccharidrückgrat des Peptidoglykans. Die Quervernetzungen des Rückgrats über kurze Peptide verleihen dem 





Den größten Anteil der Zellhülle in Gram-positiven Bakterien stellt das Peptidoglykan dar. 
Neben den bereits erwähnten Vernetzungen der Glykanketten sind in Gram-positiven Bakterien 
zusätzliche Verankerungen über polyanionische Teichonsäuren vorhanden. Innerhalb des 
Peptidoglykans sind Wandteichonsäuren lokalisiert und Lipoteichonsäuren sind kovalent an 
Glycolipide der Zellmembran gebunden und durchspannen das Murein25,38. Gram-negative 
Bakterien verfügen hingegen über eine wesentlich dünnere Mureinschicht mit einem geringeren 
Vernetzungsgrad25. Als eine weitere Schutzbarriere verfügen sie daher über eine äußere 
Zellmembran, die einerseits als Diffusionsbarriere dient und andererseits den Transport gelöster 
Stoffe ermöglicht37. Bei dieser äußeren Membran handelt es sich um eine asymmetrische 
Lipiddoppelschicht, welche sich aus Phospholipiden auf der Innenseite und 
Lipopolysacchariden auf der Außenseite sowie verschiedenen Membranproteinen 
zusammensetzt37,43. Die Zusammensetzung der Phospholipide unterscheidet sich nur 
geringfügig von der der inneren Bakterienmembran. Beispielsweise sind in der äußeren 
Membran mehr gesättigte Fettsäuren und Phosphatidylethanolamine angereichert44. Die auf der 
Außenseite der Membran lokalisierten Lipopolysaccharide sind aus dem Lipid A, einem kurzen 
Kern-Oligosaccharid und einem O-Antigen-Polysaccharid mit unterschiedlicher Länge 
aufgebaut. Bei dem Lipid A handelt es sich um ein β-1,6-glykosidisch verknüpftes Disaccharid 
aus N-Acetylglucosaminphosphat, welches einen acylierten Fettsäurerest trägt. Das Kern-
Oligosaccharid ist aus 2-Keto-3-desoxyoctonsäure sowie Heptosen und Hexosen aufgebaut45. 
Die in der äußeren Membran vorhandenen Proteine lassen sich in zwei verschiedene Gruppen 
gliedern, die Lipoproteine und die integralen äußeren Membranproteine, welche die äußere 
Membran durchspannen. Bei den in der äußeren Membran lokalisierten Membranproteinen 
handelt es sich um β-Fass Strukturen aus amphiphatischen antiparallelen β-Strängen und nicht 
um α-helikale Strukturen wie in der Cytoplasmamembran von Bakterien37,46. 
Nach der Assemblierung der neuen Phagen nutzen die verschiedenen Phagenarten 
unterschiedliche Strategien für deren Freisetzung. Einige wenige Bakteriophagen codieren für 
ein eigenes spezielles Sekretionssystem, über welches sie ihre Tochterphagen kontinuierlich 
aus dem Bakterienwirt herausschleusen. Der filamentöse Phage M13, der E. coli befällt, nutzt 
beispielswiese genau solch eine Strategie, bei der die Bakterien die Infektion überleben47,48. 
Im Vergleich dazu geht die Freisetzung der meisten Phagen mit der Lyse des Bakterienwirts 
einher, welche zum einen durch die Hemmung der Zellwandbiosynthese ausgelöst werden kann 
oder zum anderen durch komplexe Mechanismen, bei denen die Phagen für mehrere Proteine 




1.3.1 Hemmung der Zellwandbiosynthese 
Kleine einzelsträngige RNA (ssRNA)- oder einzelsträngige DNA (ssDNA)-Phagen verwenden 
oftmals ähnliche Strategien wie manche bakterizide Antibiotika, welche die Zellteilung der 
Bakterien durch Inhibition der Zellwandbiosynthese beeinflussen49,50. Ein Beispiel stellt der 
ssDNA Coliphage φX174 dar, welcher für ein einziges Lyse-auslösendes Protein codiert. 
Bei diesem sogenannten E-Protein handelt es sich um ein Membranprotein, welches einen 
spezifischen Inhibitor der Phospho-MurNAc-pentapeptid-Translokase MraY darstellt. 
Dieses Enzym katalysiert die Synthese des Membran-assoziierten Intermediat Lipid I in der 
bakteriellen Zellwandsynthese. Aufgrund dieser Hemmung der Zellwandbiosynthese kann die 
Bakterienzelle dem inneren osmotischen Druck nicht mehr standhalten und es kommt 
schließlich zur Lyse der Wirtszelle und die Tochterphagen werden frei51,52.  
 
1.3.2 Das kanonische Holin-Endolysin-System 
Eine häufige Strategie zur Freisetzung der neu assemblierten Phagen stellt das kanonische 
Holin-Endolysin-System dar. Lediglich zwei verschiedene Komponenten, das Holin und das 
Endolysin, sind hier an der Lyse der Wirtszelle beteiligt31,53. Detaillierte molekularbiologische 
und genetische Studien dieser beiden essentiellen Proteine, sowie Studien zur Regulation der 
Lyse wurden erstmals von R. YOUNG et al.31 an dem Phagen λ durchgeführt.  
Einige Minuten nach erfolgter Infektion der Wirtszelle mit dem Phagen λ beginnt diese mit der 
kontinuierlichen Expression der Gene der Lyse-Genkassette, welche zu den späten Genen 
gezählt werden. Bei dem exprimierten Holin S105 handelt es sich um ein kleines, aus 
105 Aminosäuren bestehendes Membranprotein, welches sich während der 
Assemblierungsphase der Bakteriophagen in der Cytoplasmamembran seines Wirts als 
Homodimer einlagert53. Parallel dazu wird das kanonische Endolysin R synthetisiert. 
Dieses akkumuliert zunächst vollständig gefaltet und enzymatisch aktiv im Cytoplasma des 
Bakterienwirts. Endolysine sind muralytische Enzyme, welche unter anderem die 
β-1,4-glykosidischen Bindungen der Peptidoglykanschicht von bakteriellen Zellwänden 
hydrolysieren31,54. Etwa 50 min nach erfolgter Infektion haben die Holine eine kritische 
Konzentration in der Membran erreicht und die Lyse des Bakterienwirts wird durch 
Konformationsänderung der Holine eingeleitet. Durch die Umverteilung der kleinen 
Membranproteine bilden sich einige wenige unbewegliche Aggregate, sogenannte Rafts, 
die sich aus mehreren hunderten Holinen zusammensetzen54,55. R. WHITE et al.55 postulieren, 




führen, was wiederum eine erneute Änderung der Konformation bewirkt und sich Löcher mit 
einem durchschnittlichen Durchmesser von 340 nm in der Cytoplasmamembran ausbilden56. 
Die entstandenen Löcher ermöglichen die Diffusion verschiedener Ionen und Proteine. 
Das kanonische Endolysin kann nun die innere Membran passieren und daraufhin mit dem 
Abbau des Peptidoglykans beginnen (Abb. 6A)55. Neben dem Phagen λ nutzen auch andere 
Bakteriophagen dieses System, so codieren sowohl der Phage P22, als auch der Coliphage P2 
für ein entsprechendes Holin und ein kanonisches Endolysin57,58. 
 
 
Abbildung 6: Lysemechanismen zur Freisetzung der neu assemblierten Phagen 
Schematische Übersicht über zwei mögliche Strategien zur Freisetzung der Phagennachkommen, welche mit der Lyse des 
Bakterienwirts verbunden sind. (A) Im kanonischen Holin-Endolysin-System akkumulieren die Endolysine (blau) zunächst 
vollständig gefaltet und enzymatisch aktiv im Cytoplasma des Bakterienwirts. Die in der inneren Membran eingelagerten 
Holine (gelb) oligomerisieren, sobald sie eine kritische Konzentration erreicht haben. Durch diese Umverteilung der Holine 
bilden sich wenige große Löcher in der inneren Membran. Die kanonischen Endolysine können daraufhin die Membran 
passieren und das Peptidoglykan (hier nicht gezeigt) abbauen. (B) Im Pinholin-SAR-Endolysin-System sind hingegen die 
Endolysine (rot) über eine SAR-Domäne in einem inaktiven Zustand in der Membran verankert. Die Pinholine (gelb) 
oligomerisieren auch hier nach Erreichen einer kritischen Konzentration und bilden sehr kleine Läsionen, welche über die 
gesamte Membran verteilt sind. Infolgedessen kommt es zur Depolarisation der inneren Membran und die SAR-Endolysine 







Über viele Jahre hinweg wurde das kanonische Holin-Endolysin-System als der universelle 
Mechanismus der Lyse von Bakterienzellen, die von doppelsträngigen DNA Phagen infiziert 
wurden, angesehen. Im Laufe der Zeit konnte jedoch gezeigt werden, dass eine größere Vielfalt 
an Endolysinen vorherrscht, welche unterschiedliche Lyse-Mechanismen nutzen. 
So verwenden einige Endolysine bei dem Transport über die innere Membran das wirtseigene 
Sekretionssystem. Das wohl bekannteste Beispiel eines Endolysins, welches über eine 
Exportsignalsequenz verfügt, ist das SAR (Signal-Anchor-Release)-Endolysin R21 des 
lambdoiden Phagen φ2131,42,60. Dieses ist in seiner inaktiven Form über seine sogenannte SAR-
Domäne in der inneren Membran verankert und wurde zuvor über das wirtseigene 
sec-Transportsystem über die innere Membran transportiert61–64. Erst durch die Depolarisation 
der inneren Bakterienmembran wird die N-terminale SAR-Domäne aus der Membran gelöst. 
Das freigesetzte und nun enzymatisch aktive Endolysin leitet daraufhin den Mureinabbau ein. 
Der Zeitpunkt der Lyse wird somit durch die Depolarisation der Membran und dem damit 
verbundenen Zusammenbruch der protonenmotorischen Kraft (PMF) eingeleitet63–65. 
Die Regulation dieses Zeitpunkts erfolgt bei dem Phagen φ21 durch das Pinholin S2168. 
Analog zu dem kanonischen Holin handelt es sich bei dem Pinholin um ein kleines 
Membranprotein, welches sich zunächst in seiner inaktiven Form in der Cytoplasmamembran 
anreichert. Nach Erreichen einer kritischen Konzentration der Pinholine in der Membran bilden 
diese Membranläsionen aus, welche in regelmäßigen Abständen über die innere Membran 
verteilt sind. Im Gegensatz zu kanonischen Holinen, welche wenige große Löcher ausbilden, 
weisen die von Pinholinen gebildeten Löcher lediglich einen Durchmesser von etwa 1,5 nm 
auf, weshalb sie auch als pinholes (Nadellöcher) bezeichnet werden. Letztendlich wird durch 
diese kleinen Löcher nur die Diffusion von Ionen über die Membran ermöglicht und größere 
Moleküle können diese Barriere nicht überwinden. Die innere Membran des Bakterienwirts 
wird folglich depolarisiert und die protonenmotorische Kraft bricht zusammen 
(Abb. 6B)31,63,66,67. Im Pinholin-SAR-Endolysin-System sind die für die Lyse notwendigen 
Gene ebenfalls auf einer Lyse-Genkassette gruppiert und werden zu den späten Genen 
gezählt60. Dieser Lysemechanismus wurde unter anderem auch in dem Bakteriophagen φKMV 






1.4 Komponenten der lytischen Systeme 
Bakteriophagen ist es nicht möglich sich selbst zu replizieren, weshalb sie hierfür die 
Proteinbiosynthesemaschinerie ihrer Wirtszelle nutzen. Die neu assemblierten Phagen müssen 
daraufhin die einzelnen Barrieren der Bakterienhülle überwinden35. Hierfür codieren Phagen 
verschiedene Komponenten, welche sich in ihrer Gesamtheit zu einem komplexen und fein 
aufeinander abgestimmten Lysesystem zusammensetzen31. 
 
1.4.1 Holine 
Holine sind kleine integrale Membranproteine, die über ihre α-helikalen TMDs in die 
Cytoplasmamembran ihres Wirts eingelagert sind. Ihre Funktion besteht in der Regulation des 
Zeitpunkts der Lyse während des lytischen Zyklus von Bakteriophagen69,70. Die für Holine 
codierenden Gene weisen eine unglaubliche Diversität auf und besitzen dennoch alle dieselbe 
Funktion. Somit zählen Holine mit etwa 150 verschiedenen Holingenen zu der diversesten 
Gruppe an Genen in der Biologie, welche sich in 58 anerkannte Familien gliedern lassen71–73. 
Die Einteilung der Holine erfolgt in drei verschiedene Klassen, die sich bezogen auf die Anzahl 
an TMDs unterscheiden (Abb. 7)69,71. 
 
 
Abbildung 7: Holinklassen 
Holine sind kleine Membranproteine, die über TMDs in die innere Membran des Bakterienwirts eingelagert sind. Gegliedert 
werden Holine in drei unterschiedliche Klassen, wobei die Einteilung anhand der Anzahl putativer TMDs erfolgt. Prototyp der 
Holinklasse I, welcher über drei insertierte TMDs verfügt, ist das Holin S105 des Phagen λ. Das Pinholin S2168 des Phagen φ21 
mit seinen zwei TMDs ist der bekannteste Vertreter der Klasse II. Holine mit nur einer eingelagerten TMD werden in die 
Holinklasse III eingeteilt. Ein Beispiel für diesen Strukturtyp ist das Holin T des Phagen T469,74 (Abbildung verändert 
entnommen aus I. WANG et al.69). 
Holine der Klasse I weisen drei, über β-Schleifen miteinander verbundene TMDs mit einer 
Nout-Cin Topologie auf. Sie verfügen über einen unstrukturierten, relativ langen C-Terminus 
und einem kurzen periplasmatischen Segment69,75. Der Prototyp dieser Holinklasse ist das 
kanonische Holin S105 des Phagen λ. Während des lytischen Zyklus des Bakteriophagen 




Nach Erreichen einer kritischen Konzentration an Holinen oligomerisieren diese und bilden 
große Löcher aus. Diese Membranpermeabilisierung ermöglicht die Freisetzung der 
muralytischen Endolysine in das Periplasma54,55.  
Sofern Holine über zwei TMDs verfügen werden sie in die Holinklasse II eingeteilt. 
Das bekannteste Beispiel ist das Pinholin S2168 des Phagen φ21, dessen Termini beide ins 
Cytoplasma weisen (Nin-Cin-Topologie) und zunächst ebenfalls inaktiv in der Membran 
akkumuliert69,76. Im Gegensatz zu Holinen der Klasse I bilden Pinholine nach Erreichen einer 
kritischen Konzentration viele kleine Läsionen in der inneren Membran des Bakterienwirts aus, 
welche die Depolarisation der Membran zur Folge haben31,66,67. Das dazugehörige Endolysin 
ist über seine SAR-Domäne in der inneren Membran verankert und wird durch die 
Depolarisation der Membran ins Periplasma freigesetzt. Diese Holinart weist folglich eine rein 
regulatorische Funktion auf63–65.  
Trotz lediglich einer TMD können sich Holine der Klasse III zu großen Löchern in der 
Cytoplasmamembran zusammenlagern. Dabei ist die große, zum Periplasma gerichtete 
C-terminale Domäne essentiell für die Oligomerisierung. Verglichen zu den Holinen der 
anderen beiden Klassen, ist das Holin T des Phagen T4 mit einer Länge von 218 Aminosäuren 
relativ groß und hydrophil74,77. 
 
1.4.2 Endolysine 
Hydrolytische Enzyme, welche analog zu den Holinen von Phagen codiert werden und gegen 
das Peptidoglykan der Wirtszelle gerichtet sind, werden als Endolysine bezeichnet31. 
Endolysine greifen spezifisch unterschiedliche Bindungen im Peptidoglykan des bakteriellen 
Wirts an25,42. Durch die dadurch verursachte Degradation des Mureins wird dieses destabilisiert 
und letztendlich kann das Murein dem osmotischen Druck nicht mehr standhalten und die neu 
assemblierten Tochterphagen werden freigesetzt31. Die Klassifizierung dieser muralytischen 
Enzyme erfolgt auf Grundlage der Bindungsart, die sie im Peptidoglykan spalten (Abb. 8). 
Endolysine, welche die β-1,4-glykosidischen Bindungen zwischen den beiden Zuckerderivaten 
N-Acetylglycosamin (GlcNAc) und N-Acetylmuraminsäure (MurNAc) spalten, werden als 
Glycosidasen bezeichnet. Sofern die glykosidischen N-Acetylmuramoyl-β-1,4-N-
acetylglucosamin Bindungen in dem Polysaccharidrückgrat des Peptidoglykans gespalten 
werden, werden die Endolysine als Muramidasen und Transglycosidasen bezeichnet. 
Die zweite glykosidische Bindung im Polysaccharidrückgrat, die N-Acetylglycosaminyl-β-1,4-




Andere Endolysine, wie die N-Acetylmuramoyl-L-alanin-amidase, wirken hingegen als 
Amidasen und hydrolysieren die Amidbindung zwischen den Zuckermolekülen und den 
Peptidresten. Die letzte Endolysinklasse weist eine Endopeptidase-Aktivität auf und spaltet die 
Bindungen zwischen den Peptiden im Peptidoglykan31,42. Der Großteil an Endolysinen kann 
lediglich eine spezifische Bindung des Peptidoglykans spalten. Einige wenige Endolysine 
verfügen jedoch über eine multiple enzymatische Aktivität. So wirkt beispielsweise das 




Abbildung 8: Schematische Darstellung der Angriffspunkte der Endolysine im Peptidoglykan von E. coli 
Das Peptidoglykan ist unter anderem aus den beiden alternierend miteinander verknüpften Zuckerderivaten 
N-Acetylglycosamin (GlcNAc) und N-Acetylmuraminsäure (MurNAc) aufgebaut. Diese glykosidischen Bindungen des 
Polysaccharidrückgrats können durch N-Acetyl-β-D-muramidasen und Transglycosidasen, sowie durch N-Acetyl-β-D-
glucosaminidasen gespalten werden. Amidasen hydrolysieren hingegen die Bindungen zwischen den Zuckermolekülen und 
den Peptiden. Endopeptidasen spalten die Peptidbindungen innerhalb des Peptidoglykans31,42 (Abbildung verändert entnommen 
aus M. J. LOESSNER et al.42). 
Die Regulation der enzymatischen Aktivität der Endolysine erfolgt durch ihr entsprechendes 
Holin. Beispielsweise akkumuliert das kanonische Endolysin R des Phagen λ zunächst 
enzymatisch aktiv im Cytoplasma der Wirtszelle (Abb. 9). Dessen Freisetzung ins Periplasma 
erfolgt im Endstadium des Reproduktionszyklus des Phagen durch die Bildung von großen 
Löchern in der inneren Bakterienmembran durch das Holin S10531,54,55. Das Endolysin R21 des 
lambdoiden Phagen φ21 verfügt hingegen über eine N-terminale SAR-Domäne, durch die es in 




Endolysins wird dieses durch das wirtseigene sec-Transportsystem über die innere Membran 
transportiert, wobei die SAR-Domäne als Erkennungssequenz dient. Nach der Sekretion bleibt 
das SAR-Endolysin einem membrangebundenen Zustand, da seine Transmembrandomäne im 
Vergleich zu anderen sekretorischen Enzymen nicht durch eine Peptidase abgespalten 
wird62,63,79. Erst durch eine Konformationsänderung, ausgelöst durch die Depolarisation der 
inneren Membran und der anschließenden Freisetzung der SAR-Domäne, kann das nun 
enzymatisch aktive Endolysin das Peptidoglykan des Bakterienwirts abbauen62,64,65. 
Die Depolarisation und somit der Zeitpunkt der Lyse wird genauestens durch das Pinholin 
S2168 reguliert. Dieses bildet kleine, über die gesamte innere Membran verteilte Läsionen aus, 




Abbildung 9: Prototypen der Endolysine 
Das kanonische Endolysin R (blau) des Phagen λ akkumuliert während des lytischen Zyklus zunächst enzymatisch aktiv im 
Cytoplasma des Bakterienwirts und kann erst durch die Bildung großer Löcher durch das Holin S105 die innere Membran 
überwinden31,54,69. Das von dem Phagen φ21 codierende Endolysin R21 (rot) ist im Vergleich dazu in einer inaktiven Form über 
eine SAR-Domäne (gelb) in der inneren Membran verankert. Dessen Freisetzung ins Periplasma und die anschließende 
enzymatische Aktivierung durch eine Konformationsänderung erfolgt durch Depolarisation der Cytoplasmamembran, welche 
durch das Pinholin S2168 hervorgerufen wird60,65,69 (Abbildung verändert entnommen aus R. YOUNG et al.59).  
Im Laufe der Zeit wurden weitere Endolysine mit Exportsignalsequenzen entdeckt, 
welche teilweise unterschiedliche Wirkmechanismen aufweisen. Das Endolysin des Phagen 
φg1e, welches Lactobacillus plantarum befällt, verfügt beispielsweise ebenfalls über eine 
intrinsische Signalsequenz, die den Transport über die innere Membran ermöglicht80. 
Interessanterweise wurden auch Endolysine entdeckt, wie von dem E. coli Phagen P1, die 
Holin-unabhängig die Wirtszelle lysieren können. Seine N-terminale Transmembrandomäne ist 
dabei sowohl für dessen Export über die Membran, als auch für die Freisetzung in das 
Periplasma essentiell61,62. Aufgrund der hohen Substratspezifität und ihrer beeindruckenden 
Effizienz finden Endolysine mittlerweile auch Anwendung in der Lebensmittelwissenschaft, 




Lebensmittelproduktionskette hinzugefügt, um eine Kontamination der Lebensmittel durch 
pathogene Bakterien zu verhindern. Das Endolysin LysH5 des Bakteriophagen φH5 kann 
pasteurisierter Kuhmilch zugesetzt werden, wodurch das Wachstum von Staphylococcus 
aureus effektiv inhibiert wird83. 
 
1.4.3 Spanine 
Gram-negative Bakterien verfügen neben der inneren Membran und dem Peptidoglykan 
zusätzlich über eine äußere Membran, wodurch die Freisetzung der neu assemblierten 
Tochterphagen nicht allein durch Holine und Endolysine realisiert werden kann31,84. 
Diese asymmetrische Lipiddoppelschicht, bestehend aus Phospholipiden und 
Lipopolysacchariden, muss folglich ebenfalls zerstört werden, damit die Phagennachkommen 
in die Umwelt entlassen werden können43. Ermöglicht wird dies durch eine weitere 
funktionelle, von Phagen-codierte Proteinklasse, den Spaninen. Der aus zwei Untereinheiten 
bestehende RzRz1-Komplex der beiden gut untersuchten Phagen λ und φ21 zählt zu den 
bekanntesten und momentan am besten charakterisiertesten Spaninen84–86. Das rz-Gen codiert 
dabei für ein integrales Membranprotein mit einer periplasmatischen Domäne (i-Spanin). 
Seine N-terminale Transmembrandomäne ist in der inneren Membran des Bakterienwirts 
eingebettet und die beiden im Periplasma lokalisierten α-Helices sind über einen Linker 
miteinander verbunden (Abb. 10A)84. Die zweite Untereinheit des Komplexes, ein über 
lipoylierte N-terminale Cysteinreste in der äußeren Membran verankertes Lipoprotein 
(o-Spanin), wird von dem rz1-Gen codiert84,87,88. Der RzRz1-Komplex wird durch 
Interaktionen der C-terminalen Enden der beiden Spanine miteinander gebildet und 
durchspannt das gesamte Periplasma. Über drei intermolekulare Disulfidbrückenbindungen 
bildet dieser Komplex Homodimere aus und aufgrund der Vernetzung im Peptidoglykan 
erweist sich der Komplex als relativ steif84,86,89. Nachdem die entsprechenden Endolysine die 
bakterielle Zellwand abgebaut haben, können die Spanin-Komplexe im Periplasma seitlich frei 
diffundieren und es erfolgt eine Konformationsänderung. Die beiden α-helikalen Segmente der 
i-Spanine bilden nun polymere Doppelwendel (coiled-coil)-Strukturen aus. Vermutungen legen 
nahe, dass durch die Oligomerisierung der Spanine die äußere und innere Membran in 







Abbildung 10: Modell der Spanin-Strukturen und des Mechanismus der Zerstörung der äußeren Membran 
(A) Spanine durchspannen das gesamte Periplasma und verbinden dadurch die innere und äußere Membran des Bakterienwirts 
miteinander. Das o-Spanin (dunkelgrün) des RzRz1-Komplex ist ein in der äußeren Membran verankertes Lipoprotein. 
Das i-Spanin (hellgrün) ist ein integrales Membranprotein mit einer α-helikalen periplasmatischen Domäne. Über C-terminale 
Wechselwirkungen treten diese beiden Spanine in Kontakt. U-Spanine (dunkelblau) sind sowohl in der inneren als auch in der 
äußeren Membran verankert und ihre periplasmatische Domäne besteht aus ausgedehnten β-Strängen84,88,93. (B) Nach Abbau 
des Peptidoglykans können Spanine seitlich frei diffundieren und eine Konformationsänderung wird ermöglicht. Die dadurch 
vermittelte Oligomerisierung der Spanine ermöglicht vermutlich die Fusion der inneren und äußeren Membran84,91–93 
(Abbildung verändert entnommen aus R. YOUNG et al.59). 
Die Mehrheit der Phagen, die Gram-negative Bakterien befallen, verfügt über eben dieses 
Zweikomponenten Spanin-System. Dennoch gibt es einige wenige Bakteriophagen bei denen 
lediglich ein einziges Spanin-Protein für die Zerstörung der äußeren Membran verantwortlich 
ist. Beispielsweise ist das unimolekulare Spanin (u-Spanin) gp11 des Phagen T1 zugleich in der 
inneren, als auch der äußeren Membran verankert. Durch eine C-terminale transmembrane 
Ankerregion ist es in die innere Membran eingelagert und lipoylierte N-terminale Cysteinreste 
ermöglichen die Einlagerung in die äußere Membran (Abb. 10A). Seine periplasmatische 
Domäne besteht aus ausgedehnten β-Strängen (β-strands)85,88,93. Es wird vermutet, dass die 
u-Spanine nach dem Endolysin-vermittelten Abbau des Peptidoglykans oligomerisieren und es 
dadurch zu einer Konformationsänderung kommt. Die nun vorliegenden β-Faltblätter oder 
β-Fässer (β-barrels) würden die Länge der periplasmatischen Domäne dramatisch verkürzen, 
was letztendlich eine Membranfusion ermöglichen würde (Abb. 10B)88,93. Analog zu dem 
RzRz1-Komplex wird somit die vollständige Lyse Gram-negativer Bakterienwirte ermöglicht 






1.5 Regulation der Lyse  
Der letzte Schritt im Infektionszyklus von lytischen Bakteriophagen ist die Lyse der 
Bakterienwirtszelle, um die neu assemblierten Tochterphagen freizusetzen. Die Regulation des 
Zeitpunkts der Lyse ist dabei von enormer Bedeutung, da die Anzahl der Phagennachkommen 
davon abhängt. Bei verfrühter Lyse sind die einzelnen Phagenpartikel noch nicht vollständig 
assembliert und können nicht freigesetzt werden. Falls die Tochterphagen hingegen längere 
Zeit im Bakterienwirt verweilen, würde der Vermehrungsprozess der Phagen durch Neubefall 
weiterer Wirte verlangsamt. Zudem bestünde die Gefahr einer erneuten Infektion des Wirts, 
wodurch die eigentliche Produktion neuer Phagen gestört werden würde31,60,94. 
Die Regulation der Lyse des Bakterienwirts beginnt durch die zeitlich abgestimmte Expression 
der Lyse-Gene bereits auf genomischer Ebene. Die verschiedenen Gene sind in einer 
sogenannten Lyse-Genkassette gruppiert, wo sie von dem späten Promotor pR‘ reguliert 
werden. Die Genkassetten aus den beiden gut untersuchten Lyse-Systemen des Phagen λ und 
des lambdoiden Phagen φ21 sind aus vier verschiedenen Genen aufgebaut, welche für fünf 
Proteine codieren (Abb. 11)59,60. 
 
Abbildung 11: Lyse-Genkassette des Phagen λ und des lambdoiden Phagen φ21 
Die Lyse-Genkassette des Phagen λ (oben) und des Phagen φ21 (unten) setzt sich aus vier verschiedenen Genen zusammen, 
die unter der Kontrolle des späten Promotors pR‘ stehen. Das s-Gen codiert für das Holin S105 des Phagen λ (blaugrau) 
beziehungsweise für das Pinholin S2168 des Phagen φ21 (blau). Aufgrund des doppelten Startmotivs des s-Gens codiert es 
zusätzlich für die Inhibitoren der Lyse, dem Antiholin S107 beziehungsweise dem Antipinholin S2171. Das r-Gen codiert für 
das entsprechende kanonische Endolysin R des Phagen λ (orange) und beim Phagen φ21 für das SAR-Endolysin (gelb). Die rz- 
und rz1-Gene codieren jeweils für den Spanin-Komplex (grün, hellgrün). Die Länge der einzelnen Aminosäurensequenzen der 
Proteine kann aus den Zahlen über den Genbereichen entnommen werden31,59,60,84 (Abbildung verändert entnommen aus 
R. YOUNG et al.59). 
Das s-Gen ist das erste Gen der Lyse-Genkassette und codiert bei beiden Phagen für die 
Lyse-Effektoren. Bei dem Phagen λ ist dies das Holin S105 und bei dem Phagen φ21 wird die 
Lyse durch das Pinholin S2168 eingeleitet31,60. Die erste Besonderheit dieser Genkassette ist das 
doppelte Startmotiv des s-Gens. Durch ein zweites, vorgelagertes Methionin wird ein zweites 




das Antipinholin S2171 des Phagen φ21 besitzen einen inhibitorischen Charakter, da sie durch 
Dimerisierung mit ihren entsprechenden Holinen lytisch inaktive Heterodimere ausbilden und 
somit die Lochbildung in der Cytoplasmamembran verzögern. Die Antiholine regulieren durch 
die verzögerte Ausbildung der Löcher in der Cytoplasmamembran somit die Lyse des 
Bakterienwirts67,75,76,95. Durch das Zusammenspiel der Holine mit den Antiholinen kann die 
Lyse auch auf Proteinebene reguliert werden69. Auf das s-Gen der Lyse-Genkassette folgt das 
r-Gen, welches für ein muralytisches Enzym codiert. Das kanonische Endolysin R des Phagen λ 
und das SAR-Endolysin R21 des Phagen φ21 bauen nach der Initiation der Lyse das 
Peptidoglykan des Bakterienwirts ab31,60. Im Falle von Gram-negativen Bakterien muss 
zusätzlich noch die äußere Membran permeabilisiert werden, was durch den Spanin-Komplex 
RzRz1 realisiert wird. Die dafür codierenden Gene liegen am Ende der Genkassette, wobei sich 
das Leseraster des rz1-Gens innerhalb des rz-Gens befindet, was eine weitere Besonderheit 
dieser Genkassette darstellt84,96,97. 
 
1.5.1 Regulation im kanonischen Holin-Endolysin-System 
Das kanonische Holin S105 aus dem Phagen λ ist mit seinen drei TMDs in der 
Cytoplasmamembran des Bakterienwirts lokalisiert (Abb. 12). Voraussetzung ihrer lytischen 
Aktivität ist dabei die Lokalisation aller TMDs mit einer Nout-Cin Topologie in der 
Membran31,69,76. Holine lagern sich zu Homodimeren zusammen, wodurch deren 
Oligomerisierung und die damit verbundene Aggregatbildung in der inneren Membran 
ermöglicht wird. Diese Aggregate bilden daraufhin einige wenige große Löcher in der inneren 
Membran des Bakterienwirts aus, wodurch diese permeabilisiert wird. Das dazugehörige, 
ebenfalls vom s-Gen codierende Antiholin S107 ist im Vergleich zum Holin N-terminal um die 
beiden Aminosäuren Methionin und Lysin verlängert55,60,75. Die zusätzliche positive Ladung 
am N-Terminus durch die Lysin-Seitenkette ermöglicht ionische Wechselwirkungen mit den 
negativ geladenen Lipiden der Cytoplasmamembran des Wirts. Diese Interaktion verhindert 
jedoch die Einlagerung der TMD1 des Antiholins in die innere Membran (Abb. 12)75. 
Dennoch kann das nicht vollständig in der Membran integrierte Antiholin dimerisieren, wobei 
es sich bevorzugt mit Holinen zusammenlagert. Die gebildeten Heterodimere sind jedoch nicht 
zu einer Oligomerisierung befähigt und erweisen sich dadurch als natürliche Inhibitoren. 
Diese lytisch inaktiven Heterodimere regulieren somit die Lyse des Bakterienwirts, da sie ein 





Abbildung 12: Membrantopologie des Holins S105 und des Antiholins S107 des Phagen λ 
Die drei TMDs des kanonischen Holins S105 des Phagen λ sind mit einer Nout-Cin Topologie in der inneren Bakterienmembran 
lokalisiert. Sofern alle drei TMDs in der Membran eingebettet sind, wird die Ausbildung von Holin-Dimeren ermöglicht. 
Deren anschließende Oligomerisierung und raft-Bildung führen zur Ausbildung von großen Löchern in der Membran. 
Das Antiholin S107 ist N-terminal um zwei Aminosäuren verlängert, wodurch es eine zusätzliche positive Ladung erhält und 
die Einlagerung der TMD1 in die Membran verhindert wird. Das Antiholin bildet bevorzugt Heterodimere mit Holinen aus, 
welche sich jedoch als inaktiv erweisen und die Lyse verzögern59,60,75 (Abbildung verändert entnommen aus R. YOUNG et al.59). 
Sobald ein Überschuss an Holinen in der inneren Membran vorliegt und die aktiven Holin-
Homodimere eine kritische Konzentration überschritten haben, wird deren Oligomerisierung 
eingeleitet. Die Cytoplasmamembran der Wirtszelle wird durch die raft-Bildung 
permeabilisiert und die Diffusion von Ionen, sowie größeren Molekülen über die Membran wird 
ermöglicht. Das kanonische Endolysin gelangt dadurch ins Periplasma des Bakterienwirts und 
beginnt dort mit dem Abbau des Peptidoglykans31,55,60,75. Die mit den Löchern assoziierte 
Depolarisation der Membran fördert vermutlich die Translokation des N-Terminus des 
Antiholins vom Cytoplasma über die innere Membran ins Periplasma. Aufgrund dieser 
Konformationsänderung wird eine Aktivierung der zuvor inaktiven Holin-Antiholin-
Heterodimere ermöglicht. Die Lyse des Bakterienwirts wird hierdurch noch weiter 
verstärkt31,59,60,98. 
 
1.5.2 Regulation im Pinholin-SAR-Endolysin-System 
Der Phage φ21 codiert für das Pinholin S2168, welches aus zwei TMDs aufgebaut ist31,76. 
Die Sekundärstruktur des Pinholins konnten D. L. DREW et al. nun erstmals mittels 
Zirkulardichroismus (CD)-Spektroskopie bestätigen. Synthetisch rekonstituiertes Pinholin 
weist eine überwiegend α-helikale Sekundärstruktur auf, wobei der α-helikale Anteil mit 83 % 
genau dem vorhergesagten transmembranen Anteil des Pinholins entspricht99. In dem 
momentan postulierten Modell der Regulation im Pinholin-SAR-Endolysin-System 
dimerisieren die Pinholine S2168 des Phagen φ21 in der inneren Bakterienmembran und 
akkumulieren dort zunächst inaktiv. Die beiden TMDs des Pinholins sind in diesem inaktiven 
Zustand mit einer Nin-Cin Topologie in der Membran lokalisiert (Abb. 13)
31,66. Die Lyse wird 




Konzentration an Homodimeren initiiert. Wird dieser kritische Wert überschritten, wird 
postuliert, dass die TMD1 des Pinholins aus der Membran in Richtung Periplasma 
herausflippt59,63,66. Aufgrund dieser Konformationsänderung der TMD1 werden die Pinholin-
Homodimere in ihren aktiven Zustand überführt. Die nun auf der Membranoberfläche 
liegenden TMDs können daraufhin miteinander interagieren und TMD2-TMD2 
Wechselwirkungen in der Membran werden ermöglicht63,66,67. Auch der Phage φ21 codiert für 
ein inhibitorisches Holin, dem Antipinholin S2171, welches N-terminal um die Aminosäuren 
Methionin, Lysin und Serin verlängert ist76,95. Das Antipinholin bildet, analog zum Antiholin 
S107, bevorzugt Heterodimere mit dem entsprechenden Pinholin in der Cytoplasmamembran 
aus. Aufgrund der zusätzlichen Lysin-Seitenkette am N-Terminus ist dieser positiv geladen, 
wodurch das Flippen der TMD1 aus der Membran verhindert wird (Abb. 13). Die gebildeten 
Pinholin-Antipinholin-Heterodimere erweisen sich daher als lytisch inaktiv und der Zeitpunkt 
der Lyse kann reguliert werden59,67,69.  
 
 
Abbildung 13: Membrantopologie des Pinholins S2168 und des Antipinholins S2171 des Phagen φ21 
Die beiden TMDs des Pinholins S2168 des Phagen φ21, sowie des Antipinholins S2171 sind mit einer Nin-Cin Topologie in der 
inneren Membran des Bakterienwirts eingelagert. Es wird postuliert, dass nach Erreichen einer kritischen Konzentration an 
Pinholinen in der Membran deren TMD1 in Richtung Periplasma herausflippt und die Lyse durch anschließende Ausbildung 
der pinholes eingeleitet wird. Aufgrund der zusätzlichen positiven Ladung am N-Terminus des Antipinholins kann dessen 
TMD1 nicht flippen. Das Antipinholin ist somit lytisch inaktiv und verzögert die Lyse des Wirts durch die Bildung von 
Pinholin-Antipinholin-Heterodimeren59,63,65,66 (Abbildung verändert entnommen aus R. YOUNG et al.59). 
Nach einiger Zeit haben sich genügend aktive Pinholin-Homodimere in der inneren Membran 
angesammelt und durch topologische Änderung ihrer TMD1 können diese oligomerisieren und 
kleine Läsionen in der Membran ausbilden. Im Gegensatz zu Holinen, welche die Membran 
durch wenige große Löcher permeabilisieren, bilden Pinholine viele winzige Löcher aus66,100. 
Diese sogenannten pinholes sind über die gesamte Membran verteilt und weisen einen 
Durchmesser von nur etwa 1,5 nm auf. Die geringe Größe dieser Läsionen ermöglicht lediglich 
die Diffusion kleiner Ionen über die Cytoplasmamembran und eine Membrandepolarisation ist 
die Folge65,66. Die in der Membran zurückgehaltene TMD1 der Antipinholine kann daraufhin 
ebenfalls herausflippen und es erfolgt eine Aktivierung der zuvor inaktiven Pinholin-




wird somit noch zusätzlich beschleunigt59. Die Depolarisation der Membran ermöglicht zudem 
die Freisetzung und Aktivierung des membrangebundenen SAR-Endolysins, welches daraufhin 
das Murein der Zellwände hydrolysieren kann65. Aufgrund dieses Regulationsmechanismus 
wird eine frühzeitige Lyse des Bakterienwirts und eine dadurch unvollständige Assemblierung 
der Phagennachkommen verhindert59,66.  
Zur genauen Untersuchung der Regulation der Lyse durch das Pinholin S2168 und das 
Antipinholin S2171 des Phagen φ21 führten T. PANG et al. verschiedene Mutationsanalysen 
durch66,101. Hierfür wurde unter anderem die Mutante irsS2168 konstruiert, welche N-terminal 
um die fünf Aminosäuren RYIRS (Arg-Tyr-Ile-Arg-Ser) verlängert wurde (Abb. 14)63. 
D. L. DREW et al. untersuchten neben dem Pinholin Wildtyp auch die irsS2168 Mutante mittels 
CD-Spektroskopie und konnten zeigen, dass die synthetisch rekonstituierte irs-Mutante 
ebenfalls eine überwiegend α-helikale Struktur, mit einem Anteil von 82 %, aufweist99. 
 
 
Abbildung 14: Primärstruktur des Antipinholins S2171 des Phagen φ21 
Die Aminosäuren der beiden postulierten TMDs (gelb), sowie die Ladung der einzelnen Aminosäuren sind gekennzeichnet. 
Das Startcodon des zugehörigen Pinholins S2168 ist das Methionin an Position 4. Die Pinholin-Mutante irsS2168 ist N-terminal 
um die fünf Aminosäuren RYIRS verlängert und dessen Startcodon ist analog zum Pinholin Wildtyp das Methionin an 
Position 4. Die Aminosäuresequenz der TMD1, sowie die beiden Aminosäuren an Position 5 und 6 wurden bei der S2168ΔTMD1 
Mutante deletiert63,66 (Abbildung verändert entnommen aus T. PANG et al.66). 
Sofern nun Phagen für die irsS2168 Mutante codieren, konnten T. PANG et al.101 aufzeigen, dass 
eine Lyse der Bakterien nicht möglich ist. Vermutlich verhindern hier die zusätzlichen positiven 
Ladungen der beiden Arginine das Flippen der TMD1 aus der Membran. Die irsS2168 Mutante 
weist folglich Eigenschaften eines Antipinholins auf und kann ebenfalls Heterodimere mit dem 
Pinholin Wildtyp in der Membran ausbilden. Zudem konnte gezeigt werden, dass der 
inhibitorische Charakter der irs-Mutante sogar stärker ausgeprägt ist als der des 
Antipinholins S217163,66,100,101. Anhand der S2168ΔTMD1 Mutante, mit deletierter TMD1, konnte 
gezeigt werden, dass die Lyse des Wirts trotz Fehlen der TMD1 dennoch möglich ist63,67. 
Diese Erkenntnisse lassen darauf schließen, dass lediglich die TMD2-TMD2 
Wechselwirkungen für die Lochbildung ausschlaggebend sind. Das Flippen der TMD1 aus der 
Membran scheint somit nur eine notwendige Bedingung zu sein, damit die in der Membran 
insertierten TMD2 miteinander interagieren können. Folglich nimmt die TMD1 vermutlich nur 




1.6 Mechanismus der Lochbildung von Pinholinen 
Inwiefern die Pinholine des Phagen φ21 im inaktiven, sowie im aktiven Zustand miteinander 
wechselwirken, ist bisher nicht vollständig aufgeklärt. T. PANG et al. führten zur Untersuchung 
der Topologie des Pinholins in der Membran und der Aufklärung des Mechanismus der 
Lochbildung verschiedene Mutationsanalysen sowie Cystein-Zugänglichkeits-Experimente 
(Substituted-Cysteine Accessibility Method, SCAM) durch66,67,101. Weitere Rückschlüsse auf 
die Topologie und die strukturelle Dynamik der beiden TMDs lieferten zudem die von 
T. AHAMMAD et al. durchgeführten EPR (Electron Paramagnetic Resonance) 
Experimente102,103. 
 
1.6.1 Einfluss der TMD1 des Pinholins auf die Lochbildung  
Mittels weiterer Mutationsanalysen wurde der Einfluss der TMD1 des Pinholins S2168 auf die 
Lochbildung untersucht. T. PANG et al. konnten hierdurch zeigen, dass der Zeitpunkt der Lyse 
durch bestimmte Mutationen auf der TMD1 beeinflusst werden kann101. Durch Austausch der 
Aminosäuren G14, A17, und G21 gegen das hydrophile Glutamin trat die Lyse deutlich früher 
ein. Eine Verringerung der Hydrophobizität führt somit erwartungsgemäß zu einer erhöhten 
Tendenz des Flippens der TMD1 aus der Membran. Sofern nun die erwähnten Aminosäuren 
gegen das hydrophobe Leucin ersetzt wurden, erfolgte eine Verzögerung beziehungsweise 
Blockierung der Lyse des Wirts. Wie erwartet, wird die TMD1 aufgrund der Erhöhung der 
Hydrophobizität in der Membran zurückgehalten und die Tendenz des Flippens wird deutlich 
verringert. Die entsprechenden Aminosäuren wurden ebenfalls bei der irsS2168 Mutante gegen 
Glutamin substituiert und die lytische Funktion der irs-Mutante konnte durch die Verringerung 
der Hydrophobizität sogar wiederhergestellt werden. Diese Ergebnisse lassen vermuten, dass 
die Aminosäuren G14, A17, und G21 den Lipiden zugewandt sind. Bei solch einer Orientierung 
würde die Reduzierung der Hydrophobizität nämlich die Interaktionen mit den Lipiden stören 
und das Flippen der TMD1 erleichtern (Abb. 15A)101. Zusätzlich wurde auch die Pinholin 
S2168A12L Mutante untersucht, bei der sich die Mutation genau auf der anderen Seite der Helix 
befindet (Abb. 15A). Im Gegensatz zu den bisherigen Ergebnissen wurde die Lyse durch die 
Erhöhung der Hydrophobizität nicht verlangsamt oder unterdrückt, sondern die Lyse wurde 
frühzeitig eingeleitet. Dieses Ergebnis lässt vermuten, dass das A12 der TMD1 nicht den Lipiden 
zugewandt ist. Die sperrige Seitenkette des Leucins scheint eine mögliche TMD1-TMD2 
Interaktion zu stören, welche normalerweise die TMD1 in der Membran zurückhält. 




A12 intra- oder intermolekulare Wechselwirkungen im Pinholin-Dimer vermittelt. Die irsS
2168 
Mutante bildet bevorzugt lytisch inaktive Heterodimere mit dem Pinholin S2168 aus, da ihre 
TMD1 aufgrund der zusätzlichen positiven Ladung am N-Terminus nicht flippen kann. 
Sofern die TMD1 der irsS2168A12L Mutante mit der eigenen TMD2 wechselwirken würde, so 
wäre das S2168-irsS2168A12L-Heterodimer auch weiterhin deaktiviert. Bei solch einer 
intramolekularen Wechselwirkung würde keine Interaktionsstelle für die Dimerausbildung 
beeinflusst werden und das gebildete Heterodimer wäre daher weiterhin lytisch inaktiv 
(Abb. 15B). Handelt es sich jedoch um intermolekulare Wechselwirkungen, so würde innerhalb 
des Heterodimers die Interaktion zum Pinholin S2168 gestört werden. Die irsS2168A12L Mutante 
wäre dann nicht mehr fähig mit dem Pinholin zu dimerisieren und infolgedessen könnten sich 
aktive Pinholin-Homodimere bilden und die Lochbildung initiiert werden (Abb. 15B). 
Die Experimente zeigten, dass die Lyse eingeleitet wurde und die irsS2168A12L Mutante somit 
durch die Mutation des A12 ihren inhibitorischen Charakter verliert. Folglich ist das A12 der 
TMD2 des Pinholins im S2168-irsS2168A12L-Heterodimer zugewandt und die intermolekularen 
Wechselwirkungen zwischen TMD1 und TMD2 werden vermutlich durch das sperrige Leucin 
destabilisiert und die Lyse eingeleitet101. 
 
Abbildung 15: Helical wheel plot der TMD1 und mögliche Wechselwirkungen zwischen der TMD1 und der TMD2 
(A) Darstellung der TMD1 des Pinholins in einem helical wheel plot. Farblich markiert sind die entsprechenden Substitutionen. 
Rot markierte Aminosäuren beschleunigten die Lyse, wohingegen blau markierte Aminosäuren die Lyse verzögerten und grüne 
unterdrückten die Lyse vollständig. Der Bereich, der vermutlich in Richtung der Lipide zeigt, ist durch einen grauen Bogen 
verdeutlicht. (B) Mögliche intra- oder intermolekulare TMD1-TMD2 Wechselwirkungen. Die TMD1 ist in grün und die TMD2 
in gelb dargestellt. Heterodimere aus dem Pinholin S2168 und der lytisch inaktiven irsS2168A12L Mutante sind gezeigt. 
Mögliche TMD1-TMD2 Wechselwirkungen sind rot dargestellt und der graue Punkt markiert die Mutation der irsS2168A12L 
Mutante. Intramolekulare Wechselwirkungen würden den inhibitorischen Charakter der irs-Mutante nicht beeinflussen, 
folglich würde die Lyse nicht eingeleitet werden. Allerdings würden intermolekulare Wechselwirkungen die Interaktion mit 
dem Pinholin stören, wodurch das Pinholin sich letztendlich zu aktiven Homodimeren zusammenlagern könnte und die Lyse 




1.6.2 Topologie und strukturelle Dynamik des Pinholins 
Zur Untersuchung der Topologie des Pinholins S2168 in der inneren Membran führten T. PANG 
et al. Cystein-Zugänglichkeits-Experimente durch66. Solche Experimente in Kombination mit 
der ortsgerichteten Mutagenese ermöglichen die Bestimmung der Position der eingeführten 
Cysteinreste. Über deren Zugänglichkeit kann somit auf die räumliche Orientierung der 
ersetzten Aminosäuren geschlossen werden104. Durchgeführt wurden die Experimente an 
Mutanten des Pinholins S2168, irsS2168 und S2168ΔTMD1, bei welchen gezielt einzelne 
Aminosäuren zu Cystein mutiert wurden. Bakterienzellen, welche die entsprechenden Cystein-
Mutanten exprimierten, wurden zunächst mit dem negativ geladenen MTSES (Natrium-(2-
sulfonatoethyl)methanthiosulfonat) behandelt. Dieses membranimpermeable, hydrophile 
Reagenz kann die Membran nur passieren, wenn Löcher mit einen luminalen Durchmesser von 
etwa 1 nm vorhanden sind. Aufgrund seiner erhöhten Reaktivität gegenüber freien 
Thiolgruppen kann es an die mutierten Cysteine der Pinholine binden, sofern diese räumlich 
zugänglich sind. Nach Behandlung der Zellen mit MTSES wurden die Pinholine aus den Zellen 
extrahiert. Cysteine, die für das MTSES nicht zugänglich waren, wurden durch die Zugabe von 
Methoxypolyethylenglykolmaleimid (mPEG-Maleimid) abgesättigt und somit markiert. 
Die Analyse erfolgte daraufhin mittels SDS-PAGE und anschließendem Immunoblot. 
Die durch die PEGylierung hervorgerufene Erhöhung der Massen ermöglicht die 
Unterscheidung zwischen PEGylierten und nicht PEGylierten Proteinen. Alle auf der TMD1 
des Pinholins S2168 mutierten Positionen waren für das membranimpermeable MTSES 
zugänglich (Abb. 16, magenta). Die TMD1 der lytisch inaktiven irsS2168 Mutante war hingegen 
räumlich nicht zugänglich. Diese Ergebnisse stützen die Hypothese, dass die TMD1 während 
der Lochbildung aus der Membran in Richtung Periplasma herausflippt. Zudem liefern die 
Experimente einen Nachweis für den Verbleib der TMD1 der irsS2168 Mutante in der Membran, 
was auf ihre zusätzliche positive Ladung am N-Terminus zurückzuführen ist. Zur genaueren 
Betrachtung der durch die Pinholine gebildeten Löcher wurden auch Mutationen im Bereich 
der TMD2 und dem C-Terminus vorgenommen. Sofern die gebildeten pinholes einen 
Durchmesser von mindestens 1 nm aufweisen, kann das MTSES die Membran passieren. 
Cystein-Mutanten der TMD2 des Pinholins S2168 und S2168ΔTMD1 zeigten eine gewisse 
Zugänglichkeit für das MTSES. Positionen, die für das MTSES zugänglich waren, weisen somit 
vermutlich in das Innere der Läsion (Abb. 16, magenta), nicht zugängliche Bereiche sind 
hingegen zur Membran hin ausgerichtet (Abb. 16, blau). Cysteine-Mutationen am 




Das Pinholin S2168 und S2168ΔTMD1 bilden folglich Löcher in der Membran aus, welche für das 
MTSES groß genug sind, damit dieses ins Cytoplasma gelangen kann. Bei der irsS2168 Mutante 
waren hingegen die Cystein-Mutationen am C-Terminus, sowie auf der TMD2 nicht 
zugänglich, wodurch ihre lytische Inaktivität erneut bewiesen werden kann66. Anhand der 
Cystein-Zugänglichkeits-Experimente wird die Hypothese bestärkt, dass das Herausflippen der 
TMD1 aus der Membran zwar notwendig ist, die eigentliche Lochbildung der Pinholine jedoch 
durch die TMD2 vollzogen wird und die TMD1 eine rein regulatorische Rolle einnimmt63,66. 
 
Abbildung 16: SCAM-Analyse verschiedener Cystein-Mutanten des Pinholins S2168 
Die beiden TMDs des Pinholins S2168 sind als helical wheel plot dargestellt. Hydrophobe Aminosäuren sind als Kreise 
dargestellt, hydrophile als Quadrate. Magenta gefärbte Aminosäuren stellen Positionen dar, die für das membranimpermeable, 
hydrophile MTSES zugänglich waren. Die Bereiche der TMD2, die zugänglich waren, kleiden vermutlich das Innere des Lochs 
aus (gestrichelte Linie). Im Gegensatz dazu zeigen die blau gefärbten Aminosäuren in Richtung der Membran, da sie nicht 
zugänglich für das MTSES waren. Die zugänglichen Cystein-Mutationen des periplasmatischen Loops sind orange markiert 
und die des cytoplasmatischen C-Terminus grün66 (Abbildung verändert entnommen aus T. PANG et al.66). 
Neben den Cystein-Zugänglichkeits-Experimenten und diversen Mutationsanalysen von 
T. PANG et al.66,67,101 wurde das Pinholin S2168 des Phagen φ21 erst kürzlich von T. AHAMMAD 
et al. mittels verschiedener Continuous Wave (CW)-EPR-Experimente in Kombination mit 
ortsgerichteter Sp inmarkierung (Site-Directed Spin Labeling, SDSL) untersucht102. 
Als Spinmarkierung diente bei allen Messungen das Nitroxid S-(1-Oxyl-2,2,5,5-tetramethyl-
2,5-dihydro-1H-pyrrol-3-yl)methylmethanesulfonothioat (MTSL), welches über 
Cysteinseitenketten an spezifische Positionen in der Aminosäuresequenz binden kann102,105–107. 
Im Gegensatz zu den bisherigen Experimenten wurde das für die EPR-Messungen verwendete 
Pinholin mittels Festphasenpeptidsynthese hergestellt und in 1,2-Dimyristoyl-sn-glycero-3-
phosphocholin (DMPC) Proteoliposomen rekonstituiert102. Die Analyse der Linienbreite sowie 




strukturellen und dynamischen Eigenschaften von Peptiden beziehungsweise Proteinen 
geben105,106. Beide TMDs des Pinholins weisen, im Vergleich zu den beiden sehr beweglichen 
Termini, eine eingeschränkte Mobilität auf. Bei genauerer Betrachtung der TMDs zeigt sich, 
dass der N-terminale Bereich der TMD1 eine höhere Mobilität im Gegensatz zu den restlichen 
Bereichen der beiden TMDs aufzeigt. Die mäßige Mobilität des periplasmatischen Loops des 
Pinholins ist auf seine relativ kurze Aminosäuresequenz zurückzuführen, zudem ist er das 
Verbindungsstück zwischen den beiden recht unbeweglichen TMDs.  
Die Zugänglichkeit verschiedener Positionen im Pinholin wurde durch Messungen der 
Sättigungsleistung mittels CW-EPR-Spektroskopie untersucht. Die einzelnen mit MTSL 
spinmarkierten Pinholine wurden hierzu mit dem lipidlöslichen paramagnetischen Sauerstoff 
und der wasserlöslichen paramagnetischen Nickel(II)-Ethylendiamindiessigsäure 
(Ni(II)EDDA) versetzt102,107,108. Anhand solcher Experimente kann die Topologie von Peptiden 
beziehungsweise Proteinen in einer Lipiddoppelschicht bestimmt werden109. T. AHAMMAD et 
al. konnten zeigen, dass die gesamte TMD2 des Pinholins in der Membran insertiert vorliegt, 
da die Bereiche eher für den lipidlöslichen Sauerstoff zugänglich waren. Die TMD1 ist 
hingegen nicht aufrecht in der Membran insertiert, sondern ist auf der Membranoberfläche 
lokalisiert. Allerdings waren nicht alle Bereiche der TMD1 in gleicher Weise für das 
wasserlösliche Ni(II)EDDA zugänglich. Der N-terminale Bereich der TMD1, welcher auch 
eine höhere Mobilität als die restliche TMD1 aufweist, war zugänglich für das wasserlösliche 
Ni(II)EDDA und befindet sich somit außerhalb der Lipiddoppelschicht. Mittlere Bereiche der 
TMD1 waren nur teilweise zugänglich, was vermuten lässt, dass einige Seitenketten in der 
Lipiddoppelschicht lokalisiert sind. Der C-terminale Bereich der TMD1, sowie der 
periplasmatische Loop des Pinholins waren nicht mehr für das wasserlösliche Reagenz 
zugänglich und sind folglich in der Membran eingelagert. Basierend auf diesen Ergebnissen 
postulieren T. AHAMMAD et al., dass die TMD1 des Pinholins S2168 lediglich partiell 
externalisiert ist und die TMD2 membrangebunden vorliegt (Abb. 17A)102. Diese postulierten 
Topologien der beiden TMDs des Pinholins in der Membran unterscheiden sich bezogen auf 
die exakte Lage der geflippten TMD1 von den bisherigen Ergebnissen von T. PANG 
et al.63,66,101. Zu beachten ist, dass die CW-EPR-Experimente auf synthetisch rekonstituierten 
Pinholin in Proteoliposomen basieren, wohingegen die Analysen von T. PANG et al. mit 
rekombinant hergestellten Pinholin in Bakterienzellen durchgeführt wurden. Neben den 
unterschiedlichen Methoden zur Bestimmung der Topologie wurden zudem teilweise auch 




Ergebnisse von T. PANG et al. und T. AHAMMAD et al. aber gleichermaßen, dass die TMD1 des 
Pinholins S2168 des Phagen φ21 aus der Membran flippt, wohingegen die TMD2 stabil in der 
Membran insertiert vorliegt63,66,101,102. 
 
 
Abbildung 17: Postulierte Topologie der TMDs des Pinholins S2168 und der irsS2168 Mutante 
Basierend auf den CW-EPR-Experimenten postulieren T. AHAMMAD et al. die Membrantopologie der beiden TMDs des 
Pinholins S2168 (A) und der irsS2168 Mutante (B), deren zusätzliche N-terminale Aminosäuren durch den rot gefüllten Kreis 
markiert sind. Farblich markierte Aminosäuren wurden durch MTSL spinmarkiert und mittels CW-EPR-
Sättigungsleistungsmessungen wurde deren Zugänglichkeit für das wasserlösliche Ni(II)EDDA und dem lipidlöslichen 
Sauerstoff in Proteoliposomen bestimmt. Rot markierte Aminosäuren waren für das wasserlösliche Ni(II)EDDA zugänglich 
und sind folglich außerhalb der Membran lokalisiert. Hingegen sind die grün markierten Aminosäuren in der Membran 
eingelagert, da sie nicht zugänglich für das Ni(II)EDDA waren102,103. (A) Die TMD1 des Pinholins S2168 ist nur partiell 
externalisiert und die TMD2 ist vollständig in der Lipiddoppelschicht insertiert102. (B) Bei der lytisch inaktiven irsS2168 
Mutante sind hingegen beide TMDs in der Membran eingelagert103. Der TMD1 dieser Mutante ist es folglich nicht möglich 
aus der Membran zu flippen, was die bisherigen Ergebnisse von T. PANG et al. stützt66,101 (Abbildung verändert entnommen 
aus T. AHAMMAD et al.102,103). 
Dieselben Experimente wurden mit der lytisch inaktiven irsS2168 Mutante durchgeführt, die 
ebenfalls mittels Festphasenpeptidsynthese hergestellt und mit MTSL spinmarkiert wurde. 
Die beiden TMDs der irs-Mutante weisen gleichermaßen eine eingeschränkte Mobilität auf, 
wohingegen die beiden Termini sehr beweglich sind. Zudem zeigen die 
Zugänglichkeitsmessungen, dass sowohl die TMD1 als auch die TMD2 der irsS2168 Mutante 
in der Membran insertiert sind (Abb. 17B)103. Diese Ergebnisse passen sehr gut mit der von 
T. PANG et al. bestimmten Topologie der beiden TMDs der irs-Mutante überein, deren TMD1 






1.6.3 Oligomerisierungsgrad der Pinholine  
Neben dem Einfluss der TMDs des Pinholins auf die Lochbildung untersuchten T. PANG et al. 
auch den oligomeren Zustand der Pinholine66. Es wurden elektronenmikroskopische 
Aufnahmen der von Pinholinen gebildeten Löcher aufgenommen, bei dem das Pinholin S2168His 
in Dodecyl-β-D-maltosid (DDM) rekonstituiert wurde (Abb. 18A). Des Weiteren wurde ein 
computergeneriertes Modell der Aufsicht des aus den TMD2 des Pinholins gebildeten Lochs 
konstruiert. Ein heptameres Lochmodell mit einem luminalen Lochdurchmesser von etwa 
1,5 nm erwies sich dabei am kompatibelsten mit den Ergebnissen der Cystein-Zugänglichkeits-
Experimenten (Abb. 18B)66.  
 
 
Abbildung 18: Visualisierung und Oligomerisierungsgrad der durch Pinholine gebildeten Löcher 
(A) Elektronenmikroskopische Aufnahme von in DDM rekonstituiertem Pinholin S2168His. (B) Computergeneriertes Modell 
der Aufsicht eines heptameren Pinholin Lochs, welches basierend auf den Cystein-Zugänglichkeits-Experimenten von T. PANG 
et al.66 erstellt wurde. Positionen auf der TMD2 die für MTSES bei der SCAM-Analyse zugänglich waren sind magenta gefärbt 
und die blau gefärbten Bereiche waren nicht zugänglich. (C) Immunoblot der Crosslink-Experimente zur Bestimmung des 
oligomeren Zustands der Pinholine. Die exprimierten Pinholine wurden mit dem membranpermeablen aminspezifischen 
Crosslinker DSP versetzt. Die Zahlen neben den Proteinbanden entsprechen dem Oligomerisierungsgrad. Als Kontrolle dienten 
Zellen ohne Pinholin (Laufspur 1). In Laufspur 2 ist das Pinholin S2168 und in Laufspur 3 die irsS2168 Mutante aufgetragen. 
Der Pinholin Wildtyp und die irs-Mutante wurden coexprimiert und in Laufspur 4 aufgetragen66 (Abbildungen verändert 
entnommen aus T. PANG et al.66).  
Zur weiteren Untersuchung des Oligomerisierungsgrads des Pinholins wurden Crosslink-
Experimente durchgeführt, bei denen das exprimierte Pinholin S2168 sowie die irsS2168 
Mutante mit einem Crosslinker behandelt wurden. Der verwendete membranpermeable 
Crosslinker DSP (Dithiobis(succinimidylpropionat)) bindet spezifisch an primäre Amine und 
kann dadurch die Pinholine entsprechend ihres oligomeren Zustands miteinander verknüpfen. 
Die Analyse erfolgte mittels SDS-PAGE und anschließendem Immunoblot. Der Pinholin 




hexameren Komplex erkennbar sind (Laufspur 2 in Abb. 18C). Im Gegensatz dazu wird die 
Oligomerisierung der irsS2168 Mutante, dessen TMD1 nicht aus der Membran flippen kann, auf 
der Dimer-Ebene blockiert (Laufspur 3 in Abb. 18C). Sofern der Wildtyp und die lytisch 
inaktive irs-Mutante coexprimiert wurden, bilden sich lediglich Dimeren aus (Laufspur 4 in 
Abb. 18C)66,67. Diese Ergebnisse geben erste Informationen über den oligomeren Zustand des 
Pinholins S2168. Die Aussagen, dass die irsS2168 Mutante lytisch inaktiv ist und Heterodimere 
mit dem Pinholin Wildtyp bildet, welche ebenfalls nicht zur Lyse befähigt sind, werden anhand 
dieser Ergebnisse bestärkt. Die Resultate stützen zudem die Theorie, dass das Flippen der 
TMD1 aus der Membran notwendig ist, damit das Pinholin oligomerisieren kann und sich 
letztendlich Löcher in der Membran ausbilden63,66,101 . 
 
1.6.4 Modell für die Lochbildung und die Rolle des Glycin-Zipper Motivs 
T. PANG et al. postulieren basierend auf ihren durchgeführten Analysen63,66,101 ein Modell für 
den Mechanismus der Lochbildung des Pinholins S2168 des Phagen φ21 (Abb. 19)66,67. 
Bereiche auf der TMD2 die bei den SCAM-Experimenten für das MTSES zugänglich waren, 
sind dabei besonders in den Fokus geraten. Zwei verschiedene Oberflächen auf der TMD2 des 
Pinholins sollen demnach Helix-Helix Interaktionen ermöglichen, wobei ein Glycin-Zipper 
Motiv während der Lochbildung eine entscheidende Rolle einzunehmen scheint66. Glycin-
Zipper Motive (GxxxG Motive) sind bekannte Dimerisierungsmotive von helikalen 
Segmenten110,111. Die Oberfläche A auf der TMD2 des Pinholins weist das Glycin-Zipper Motiv 
G40xxG43S44xxxG48 auf und die ihr gegenüberliegende Oberfläche B wird von den sperrigen 
Aminosäuren L45, F49 und Y52 gebildet. Vor Beginn der Lyse des Bakterienwirts sind beide 
TMDs des Pinholins in der inneren Membran lokalisiert, wobei sich zunächst lytisch inaktive 
Pinholin-Dimere bilden (Abb. 19A)63,66. Aufgrund der insertierten TMD1 werden die TMD2-
TMD2 Wechselwirkungen unterdrückt, weshalb eine Oligomerisierung der Pinholine zu 
diesem Zeitpunkt nicht möglich ist. Erst durch spontanes Flippen der TMD1 aus der inneren 
Membran in Richtung Periplasma werden die beiden TMD2 räumlich nähergebracht63,66,67,101. 
Diese nun aktiven Dimere gehen homotypische Wechselwirkungen über ihr Glycin-Zipper 
Motiv auf der Oberfläche A ein (Abb. 19B). Nachdem die aktiven Pinholin-Dimere eine 
kritische Konzentration in der Membran erreicht haben, wird deren Oligomerisierung 
eingeleitet (Abb. 19C). Durch einen Wechsel von homotypischen zu heterotypischen 




heptameren Loch um (Abb. 19D)66,67,101. Während der Lochbildung werden die sperrigen 
Seitenketten der Aminosäuren der Oberfläche B (L45, F49 und Y52) von der durch das Glycin-
Zipper-Motiv auf Oberfläche A ausgebildeten Tasche aufgenommen. Die Ausbildung dreier 
interhelikaler Wasserstoffbrückenbindungen zwischen den Seitenketten von Serin (S44) 
beziehungsweise Threonin (T51 und T54) und dem Carbonylrückgrat der gegenüberliegenden 
Helix begünstigen zudem den Prozess der Lochbildung66. Die hydrophilen Seitenketten kleiden 





Abbildung 19: Postuliertes Modell für den Mechanismus der Lochbildung des Pinholins S2168 des Phagen φ21 
Aufsicht auf die Lipide (grau) der cytoplasmatischen Seite der Membran. Die TMD1 des Pinholins ist in grün und die TMD2 
in gelb und blau dargestellt. Der gelb markierte Bereich entspricht der Oberfläche A, wobei die kleinen Zahlen für die 
Aminosäuren des Glycin-Zipper Motivs (G40xxxS44xxxG48) stehen. Der blau markierte Bereich ist entsprechend Oberfläche B. 
(A) Zu Beginn der Lyse sind beide TMDs in der Membran insertiert und das Pinholin liegt als inaktives Dimer vor. (B) Durch 
spontanes Flippen der TMD1 aus der Membran können die TMD2 homotypisch über ihr Glycin-Zipper Motiv auf der 
Oberfläche A miteinander interagieren. (C) Sofern genügend solcher aktiven Dimere vorliegen, können sich Oligomere durch 
heterotypische Wechselwirkungen zwischen der Oberfläche A und B ausbilden. (D) Letztendlich lagern sich die Pinholine zu 
einem heptameren Loch zusammen, wobei die hydrophilen Seitenketten die Innenseite des gebildeten Lochs auskleiden66,67,101 





2 Aufgabenstellung  
Das Pinholin S2168 des Phagen φ21 ist ein kleines Membranprotein, welches aus zwei TMDs 
aufgebaut ist. Während des lytischen Zyklus des E. coli befallenden Phagen φ21 nimmt das 
Pinholin eine wichtige Rolle bei der Lyse des Bakterienwirts ein31,76. Pinholine akkumulieren 
zunächst inaktiv in der inneren Bakterienmembran und erst nach Erreichen einer kritischen 
Konzentration erfolgt ihre Aktivierung. Die damit einhergehende Oligomerisierung der 
Pinholine führt zur Ausbildung kleiner Löcher in der inneren Membran, wodurch die PMF 
zusammenbricht. Letztendlich initiiert das Pinholin so die Freisetzung eines Endolysins und 
somit die Lyse des Bakterienwirts63,66,67. Entscheidend für die Regulation und die Lochbildung 
sind dabei die beiden TMDs des Pinholins. Es wird postuliert, dass die TMD1 eine rein 
regulatorische Funktion einnimmt, indem die Lyse des Bakterienwirts erst durch Flippen der 
TMD1 aus der Membran in Richtung Periplasma initiiert wird. Dahingegen soll die TMD2 für 
die eigentliche Lochbildung verantwortlich sein63,66,67. Beide TMDs des Pinholins verfügen 
über ein Glycin-Zipper Motiv, welches ein bekanntes Dimerisierungsmotiv darstellt, wodurch 
inter- sowie intramolekulare Interaktionen zwischen den TMDs ermöglicht werden66,67,101.  
Dieses postulierte Struktur- und Lochbildungsmodell basiert bisher lediglich auf 
Mutationsanalysen und ersten EPR-Studien, weshalb im Zuge dieser Arbeit erstmals die 
detaillierte Struktur sowie die Funktion des Pinholins S2168 mittels biophysikalischer Methoden 
untersucht werden soll. Hierzu sollen Fragmente des Pinholins mittels chemischer 
Peptidsynthese dargestellt werden. Die α-helikale Faltung der verschiedenen Pinholin 
Fragmente in Lipidvesikeln soll mittels CD-Spektroskopie bestimmt werden. 
Durch kombinierte Anwendung von orientierter CD (OCD)-Spektroskopie und Festkörper-15N-
NMR (Nuclear Magnetic Resonance)-Spektroskopie soll daraufhin die Membranorientierung 
der Fragmente in makroskopisch orientierten Lipiddoppelschichten ermittelt werden. 
Darüber hinaus soll die Funktion des Pinholins mittels eines fluoreszenzbasierten Vesikel-
Leckschlag (Leakage)-Experiments untersucht werden und so erste experimentelle Beweise für 
die rein regulatorische Funktion der TMD1 sowie den lochbildenden Charakter der TMD2 
liefern. Inwieweit die Homo-Oligomerisierung der Pinholine während der Lochbildung über 
das Glycin-Zipper Motiv auf der TMD2 beeinflusst wird, soll zudem anhand verschiedener 
Mutanten, mit deletiertem Glycin-Zipper Motiv, ermittelt werden. Mittels eines 
größenselektiven Leakage-Experiments soll die Größe der von der TMD2 in der inneren 





Im Zuge dieser Arbeit wurde das Pinholins S2168 des Bakteriophagen φ21, welches sich in die 
innere Membran seines Bakterienwirts einlagert31,76, strukturell und funktionell untersucht. 
T. PARK et al. konnten zeigen, dass eine Pinholin Mutante mit deletierter TMD1 immer noch 
lytisch aktiv ist63, weshalb die TMD2 für die Lochbildung verantwortlich sein muss und die 
TMD1 vermutlich nur regulatorische Aufgaben übernimmt. Aus diesem Grund wurden in 
dieser Arbeit die beiden TMDs des Pinholins getrennt voneinander untersucht. Des Weiteren 
konnten die mittels Festphasenpeptidsynthese hergestellten Pinholin Fragmente in deutlich 
größeren Ausbeuten erhalten werden, verglichen zu einem Pinholin Gesamtkonstrukt. 
Dies erwies sich als großer Vorteil, da gerade für die Festkörper-NMR-Spektroskopie große 
Mengen an markiertem Peptid benötigt werden. 
 
3.1 Strukturelle und funktionelle Charakterisierung der TMD2 des Pinholins S2168 
3.1.1 Darstellung der TMD2 des Pinholins S2168 
Zu Beginn dieser Arbeit lag der Fokus auf der strukturellen und funktionellen Analyse der 
lochbildenden TMD2 des Pinholins S2168. Die postulierte Sequenz der TMD2 (W36 bis F58)
63 
wird von zwei aromatischen Aminosäuren flankiert. Solch eine Begrenzung einer TMD stellt 
ein allgemeines Merkmal von Membranproteinen dar, da sich aromatische Aminosäuren 
bevorzugt in die Lipid-Wasser-Grenzregion einlagern. Durch die Wechselwirkungen der 
aromatischen Seitenketten mit den Lipiden werden Membranproteine fest in der Membran 
verankert112–114. Bei genauerer Betrachtung der Sequenz der TMD2 in einem helical wheel plot 
(Abb. 20), welcher die Aufsicht auf eine Helix darstellt, ist erkennbar, dass es sich bei der 
TMD2 des Pinholins um eine amphiphile Helix handelt. Eine Seite der Helix ist komplett mit 
hydrophoben Aminosäuren (Abb. 20, gelbe Kreise) ausgekleidet, wohingegen sich auf der 
gegenüberliegenden Seite hauptsächlich polare Aminosäuren (Abb. 20, blaue Kreise) sowie 





Abbildung 20: Helical wheel plot der TMD2 des Pinholins S2168 
Erstellt wurde der helical wheel plot mittels der Protein-ORIGAMI-Webanwendung115. Hydrophobe Aminosäuren sind gelb 
markiert und polare Aminosäuren blau, Glycine sind in grün dargestellt. 
Das für die Charakterisierung der TMD2 des Pinholins S2168 verwendete Fragment umfasst die 
Sequenz der TMD2, wobei der C-Terminus um vier Aminosäuren (K59I40R41E42) aus der 
natürlichen Sequenz verlängert wurde (Tab. 1). Durch diese verlängerte Sequenz wurde die 
Polarität des Peptids erhöht und somit die Handhabung deutlich verbessert. Im weiteren Verlauf 
wird dieses Fragment als TMD2 bezeichnet.  
Tabelle 1: Aminosäuresequenzen der chemisch synthetisierten TMD2 Fragmente 
Die postulierte Sequenz der TMD2 des Pinholins63 ist unterstrichen. Die für die Charakterisierung der TMD2 verwendeten 
Peptide sind aufgelistet. Für die späteren Festkörper-15N-NMR-Messungen wurde die TMD2 an verschiedenen Positionen der 
Sequenz selektiv 15N-markiert, wobei das 15N-markierte Leucin in der Sequenz jeweils rot markiert ist. Die Peptide wurden 
mittels automatisierter Festphasenpeptidsynthese von Dr. Parvesh Wadhwani, Andrea Eisele und Kerstin Scheubeck (KIT, 
IBG2) hergestellt, wobei das 15N-markierte Leucin manuell gekoppelt wurde. Die Aufreinigung der Fragmente erfolgte mittels 
HPLC (High Performance Liquid Chromatography). 
Peptid Sequenz 
TMD2 WAAIGVLGSLVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
15N-L42 TMD2 WAAIGVLGSLVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
15N-L45 TMD2 WAAIGVLGSLVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
15N-L47 TMD2 WAAIGVLGSLVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
15N-L50 TMD2 WAAIGVLGSLVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
15N-L42,45,47,50 TMD2 WAAIGVLGSLVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
Für die späteren Festkörper-NMR-Messungen wurde der Kern 15N gewählt, da dieser in der 
Peptidbindung isoliert vorliegt. Aufgrund der geringen relativen Häufigkeit dieses Kerns muss 




15N-Markierungen in der Aminosäuresequenz wurden so gewählt, sodass sich auf jeder Seite 
der Helix eine 15N-markierte Aminosäure befindet (Tab. 1, Abb. 20).  
 
3.1.2 Sekundärstrukturanalyse der TMD2 des Pinholins S2168 
Mittels Synchrotron-basierter (SR)CD-Spektroskopie wurde zunächst die Sekundärstruktur der 
TMD2 untersucht. Bei der CD-Spektroskopie handelt es sich um eine strukturbiologische 
Methode zur Bestimmung der globalen Sekundärstrukturanteile von Peptiden und Proteinen. 
Zur Analyse der Struktur eines Moleküls mittels CD-Spektroskopie ist das Vorhandensein eines 
Chromophors, welcher in der Nähe eines Chiralitätszentrums lokalisiert ist, erforderlich. 
Bei der Betrachtung von Peptiden und Proteinen ist dies durch die Amidbindung in der Nähe 
des chiralen Cα-Atoms des Peptidrückgrats gewährleistet
116. Die Grundlage dieser Methode 
bildet die Bestrahlung einer optisch aktiven Probe mit linear polarisiertem Licht, welches sich 
aus zwei zirkular polarisierten Komponenten zusammensetzt. Der Zirkulardichroismus basiert 
auf der unterschiedlich starken Absorption des links und rechts polarisierten Lichts von chiralen 
Molekülen. Nach Durchtritt des linear polarisierten Lichts durch die optisch aktive Probe und 
dessen unterschiedlichen Absorption wird elliptisch polarisiertes Licht erhalten117,118. 
Die Bestrahlung von Peptiden oder Proteinen mit linear polarisiertem Licht induziert zwei 
verschiedene elektronische Übergänge (n → π* und πnb → π*) der Bindungselektronen der 
Peptidbindung im fernen UV-Bereich. Aufgrund der unterschiedlichen Orientierung der 
Amidbindung in den verschiedenen Sekundärstrukturelementen werden charakteristische 





Abbildung 21: CD-Basisspektren der reinen Sekundärstrukturelemente  
Das CD-Basisspektrum einer α-Helix weist drei charakteristische Banden auf, mit einer positiven Bande bei 193 nm sowie 
zwei negative Banden bei 208 nm und 222 nm. Antiparallele β-Faltblatt Strukturen weisen eine positive Bande bei etwa 195 nm 
und eine negative Bande bei etwa 218 nm auf. Sofern das Protein unstrukturiert vorliegt zeigt sich dies in einer negativen Bande 
bei etwa 198 nm. Des Weiteren kann mittels CD-Spektroskopie auch auf β-Schleifen oder auf eine Polyprolin-Typ II Helix 
geschlossen werden119,120(Abbildung verändert entnommen aus S. M. KELLY et al.119). 
Für die SRCD-Spektroskopie wurden Lipidvesikel mit konstanter Peptidkonzentration 
hergestellt und das molare Peptid- zu Lipidverhältnis (P/L) betrug 1 zu 50. Die exakte 
Bestimmung der Peptidkonzentration erwies sich jedoch als sehr problematisch, da die TMD2 
lediglich in 1,1,1,3,3,3-Hexafluor-2-propanol (HFIP) löslich ist. Da von Tryptophan und 
Tyrosin die Extinktionskoeffizienten in HFIP nicht verfügbar sind und zudem sich dieses 
Lösungsmittel als äußerst flüchtig erweist, konnte die Konzentration des Peptids in den Proben 
nicht bestimmt werden. Eine quantitative Sekundärstrukturbestimmung über die Berechnung 
der mittleren molaren Elliptizität pro Peptidbindung (θMRE, Mean Residue Ellipticity), bei der 
die Peptidkonzentration sowie die Schichtdicke der Küvette miteinbezogen wird, ist daher 
lediglich bezogen auf die eingewogene Peptidmenge und nicht auf die exakt bestimmte 
Peptidkonzentration möglich. Da dieses Vorgehen jedoch relativ fehlerbehaftet ist, wurden für 
einen qualitativen Vergleich der Sekundärstruktur die SRCD-Spektren auf ihr Minimum 
normiert. Bei der Ermittlung der Sekundärstruktur der TMD2 wurden als Membran-imitierende 
Modellsysteme verschiedene Phosphoglyceride121 verwendet. Durch die Verwendung 
unterschiedlicher Lipidsysteme konnte der Einfluss der Membrandicke sowie des 
Sättigungsgrads der Lipidacylketten auf die Faltung der TMD2 ermittelt werden (Tab. 2 und 




Tabelle 2: Eigenschaften der verwendeten Lipide 
Die hydrophobe Membrandicke dc wurde für die verschiedenen Lipide nach D. MARSH et al. berechnet122. Die angegebene 
Phasenübergangstemperatur (Tm), bei der die Lipide von der Gelphase in die flüssigkristalline Phase übergehen, wurde von 
Avanti Polar Lipids (Alabaster, AL) übernommen. 
Lipid Abkürzung Kettenlänge dc [Å] Tm [°C] 
1,2-Didecanoyl-sn-glycero-3-phosphocholin DDPC di-C10:0 16,6  
1,2-Dimyristoleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin  DMoPC di-C14:1 (Δ9-cis) 19,2   
1,2-Dilauroyl-sn-glycero-3-phosphocholin DLPC di-C12:0 21 -2 
1,2-Dipalmitoleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin DPoPC  di-C16:1 (Δ9-cis) 23 -36 
1,2-Dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphocholin DMPC di-C14:0 25,4 24 
1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin DOPC  di-C18:1 (Δ9-cis) 26,8 -17 
1,2-Dieicosenoyl-sn-glycero-3-phosphocholin DEiPC  di-C20:1 (Δ11-cis) 30,6 -4 
1,2-Dierucoyl-sn-glycero-3-phosphocholin DErPC  di-C22:1 (Δ13-cis) 34,4 13 
 
 
Abbildung 22: Übersicht der Lipidstrukturen 
(A) Struktur des Phosphatidylcholinlipids DDPC (10:0), dessen Lipidacylketten vollständig gesättigt vorliegen. Die übrigen 
verwendeten Lipide mit gesättigten Lipidacylketten unterscheiden sich nur bezogen auf ihre Kettenlänge (siehe Tab. 2). 
(B) Struktur des Phosphatidylcholinlipids DMoPC (14:1), dessen Acylketten einfach ungesättigt sind. Die anderen Lipide mit 
einfach ungesättigten Lipidacylketten unterscheiden sich bezogen auf ihre Kettenlänge und der Position ihrer Doppelbindung 
(siehe Tab. 2). 
In Abbildung 23 sind die erhaltenen (SR)CD-Spektren der TMD2 in Phosphatidylcholinlipiden 
mit unterschiedlicher Acylkettenlänge dargestellt. Alle Spektren wurden auf ihr Minimum im 
Bereich von 222 nm normiert. Die SRCD-Spektren der TMD2 in den unterschiedlichen 
Lipidsystemen wurden am UV-CD12 Strahlrohr (KIT, KARA) aufgenommen, lediglich das 
CD-Spektrum der TMD2 in DDPC Vesikeln wurde konventionell an einem Jasco J-815 
CD-Spektropolarimeter aufgenommen. Aufgrund der schwächeren Lichtquelle des 
konventionellen CD-Spektropolarimeters ist die Qualität des Spektrums der TMD2 in DDPC 
(Abb. 23, grünes Spektrum) im Vergleich zu den übrigen Spektren qualitativ schlechter. 
Die Hintergrundabsorption von Lipiden, insbesondere von Lipiden mit einfach ungesättigten 
Acylketten, trägt vor allem im Bereich der kürzeren Wellenlängen zu einem erhöhten Rauschen 




hingegen das Signal-zu-Rausch Verhältnis erheblich und liefert auch im Bereich der kürzeren 
Wellenlängen zuverlässige Spektren123–125. Alle (SR)CD-Spektren der TMD2 weisen die 
charakteristischen CD-Banden einer α-Helix, mit einer positiven Bande bei etwa 194 nm und 
den beiden negativen Banden bei etwa 209 nm und 222 nm, auf (Abb. 23). Demnach liegt die 
TMD2 in den untersuchten Lipidsystemen α-helikal gefaltet vor und die Sekundärstruktur wird 
somit weder durch die Membrandicke noch durch den Sättigungsgrad der Lipidacylketten stark 
beeinflusst. 
 
Abbildung 23: Qualitative Sekundärstrukturanalyse der TMD2 in Lipidvesikeln mit unterschiedlicher Acylkettenlänge  
Die TMD2 wurde in Lipidvesikeln in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 rekonstituiert, wobei die 
Peptidmenge konstant gehalten wurde. Es wurden Lipide mit unterschiedlicher Acylkettenlänge verwendet. Die Spektren 
wurden am UV-CD12 Strahlrohr (KIT, KARA) aufgenommen, lediglich das Spektrum der TMD2 in DDPC (10:0) wurde 
konventionell an einem Jasco J-815 CD-Spektropolarimeter aufgenommen. Alle Messungen wurden bei 35 °C durchgeführt 
und die erhaltenen Spektren auf ihr Minimum im Bereich von 222 nm normiert. Die TMD2 zeigt in allen untersuchten 
Lipidsystemen die charakteristischen Linienformen einer α-Helix mit einer positiven Bande bei 194 nm und zwei negativen 
Banden bei 209 nm und 222 nm. Die (SR)CD-Messungen der TMD2 in DDPC, DMoPC, DLPC, DPoPC sowie DEiPC wurden 
von M. Sc. Anne C. Görner im Zuge ihrer Masterarbeit durchgeführt.  
 
3.1.3 Untersuchung der Membranorientierung der TMD2 des Pinholins S2168 
Nachdem mittels CD-Spektroskopie die α-helikale Faltung der TMD2 in verschiedenen 
Lipidsystemen belegt werden konnte, sollte daraufhin deren Orientierung in den analogen 
Lipiden ermittelt werden. Für die Bestimmung der Orientierung von Peptiden in Membranen 




3.1.3.1 Einfluss der hydrophoben Membrandicke und des Sättigungsgrads der 
Lipidacylketten auf die Orientierung der TMD2 
Die orientierte CD-Spektroskopie stellt eine Abwandlung der konventionellen 
CD-Spektroskopie dar, bei der die Orientierung α-helikaler Peptide in makroskopisch 
orientierten Modellmembranen untersucht werden kann126. Grundlage dieser Methode bildet 
die Moffitt-Theorie, welche besagt, dass die elektronischen Übergänge der Amidbindung einer 
α-Helix in Übergangsdipolmomenten resultieren, welche entweder parallel oder senkrecht 
entlang der Helixachse polarisiert sind126,127. Da die Intensität der Absorption abhängig von der 
Ausrichtung der Helix in der Membran relativ zum zirkular polarisierten Licht ist, ergeben sich 
charakteristische OCD-Spektren für an orientierte Membranen ausgerichtete α-helikale Peptide 
(Abb. 24). Sofern die Peptidhelix parallel zur Membranoberfläche ausgerichtet ist, spiegelt sich 
dies in einer ausgeprägten negativen Bande in der „Fingerabdruckregion“ bei etwa 208 nm 
wieder. Die Abwesenheit der Bande bei 208 nm ist hingegen charakteristisch für eine aufrechte 
transmembrane Orientierung der Helix. Eine in der Membran schräg geneigte Helix ist anhand 
einer weniger stark ausgeprägten Bande bei 208 nm ersichtlich128,129. Allerdings liefert die 
OCD-Spektroskopie nur globale Informationen über die Orientierung eines α-helikalen Peptids 
in der Membran, da beim gleichzeitigen Auftreten von verschiedenen Membranausrichtungen 
lediglich ein Mischspektrum erhalten wird.  
 
Abbildung 24: Charakteristische OCD-Spektren von α-helikalen Peptiden in Membranen 
Anhand der spezifische Linienform eines OCD-Spektrums kann auf die Ausrichtung der Helix in Bezug auf die Membran 
geschlossen werden. Die „Fingerabdruckregion“ bei 208 nm gibt dabei Auskunft über die Orientierung des α-helikalen Peptids 
in der Membran. Parallel zur Membranoberfläche ausgerichtete Peptide erzeugen eine intensive negative Bande bei 208 nm. 
Je positiver diese Bande wird, desto aufrechter ist die Helix in der Membran insertiert. Eine vollständig aufrechte 
transmembrane Orientierung spiegelt sich demnach in einer positiven Bande bei 208 nm wieder128,129 (Abbildung verändert 
entnommen aus J. BÜRCK et al.129).  
Für die Ermittlung der Orientierung der TMD2 in Membranen wurde diese in makroskopisch 
orientierten Lipiddoppelschichten in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 




Acylketten auf die Orientierung der TMD2 untersucht. Abbildung 25 zeigt die entsprechenden 
SROCD-Spektren in Lipiddoppelschichten mit variierender hydrophober Dicke zwischen 
16,6 Å und 34,4 Å (siehe Tab. 2)122. Zum besseren qualitativen Vergleich der Unterschiede, 
bezogen auf die charakteristische Bande bei etwa 208 nm, wurden die Spektren auf ihr 
Minimum im Bereich von 223 nm normiert. In Lipiden mit gesättigten Acylketten nimmt die 
TMD2 eine transmembrane Orientierung ein, da die charakteristische Bande bei 208 nm nicht 
beziehungsweise nur leicht ausgeprägt ist. Zudem weisen die positive und negative Bande, 
verglichen zu dem isotropen CD-Signal, eine Verschiebung zu längeren Wellenlängen auf, was 
ebenfalls charakteristisch bei Vorliegen einer transmembranen Orientierung der Helix ist 
(Abb. 25A). In DMPC Membranen (Abb. 25A, rotes Spektrum) mit einer moderaten 
hydrophoben Dicke von 25,4 Å ist die TMD2 aufrecht in der Membran insertiert130. In den 
dünneren Lipiddoppelschichten aus DLPC (dc = 21 Å, Abb. 25A, graues Spektrum) und DDPC 
(dc = 16,6 Å, Abb. 25A, grünes Spektrum) ist die TMD2 nicht mehr komplett aufrecht in der 
Membran eingelagert, sondern passt sich durch eine leicht geneigte Orientierung der 
hydrophoben Dicke der Membran an, um einen hydrophoben mismatch (Ungleichgewicht) zu 
vermeiden131–133. In Lipiden mit einfach ungesättigten Acylketten ist hingegen eine ausgeprägte 
negative Bande bei 208 nm erkennbar (Abb. 25B). Folglich ist die TMD2 in diesen Lipiden 
nicht in der Membran insertiert, sondern ist parallel zur Membranoberfläche orientiert. 
Die SROCD-Spektren lassen zudem eine Abflachung der Absorption im kurzwelligen Bereich 
erkennen, was vermutlich auf eine teilweise Aggregation des Peptids auf der 
Membranoberfläche zurückzuführen ist. Ungewöhnlicherweise scheint die TMD2 in Lipiden 
mit einfach ungesättigten Acylketten demnach auf die Membranoberfläche zu Flippen. 
Diese Beobachtung ist jedoch überraschend, da lediglich für die TMD1 ein Flippen aus der 
Membran postuliert wird63,67. Da es sich bei der TMD2 allerdings um eine amphiphile Helix 
(siehe helical wheel plot, Abb. 20) handelt, wäre eine Orientierung parallel zur 
Membranoberfläche ebenfalls energetisch günstig. Die hydrophobe Seite der TMD2 wäre im 
geflippten Zustand den Lipiden zugewandt und die polaren Aminosäuren wären der 
hydrophilen Umgebung ausgesetzt. Erstaunlicherweise korreliert das beobachtete Flippen der 
TMD2 nicht mit der hydrophoben Dicke der Membran, was ersichtlich wird bei dem Vergleich 
der SROCD-Daten der beiden Lipide DDPC und DLPC, deren Acylketten gesättigt sind, mit 
dem Lipid DMoPC (direkter Vergleich der Spektren siehe Anhang, Kapitel 12.1). In sehr 
dünnen Membranen aus DDPC mit einer hydrophoben Dicke von 16,6 Å passt sich die TMD2 




aus DMoPC ist mit einer hydrophoben Dicke von 19,2 Å im Vergleich etwas dicker, weshalb 
sich die Helix eigentlich weiter aufrichten sollte, allerdings ist die TMD2 in diesem Lipid, 
dessen Acylketten einfach ungesättigt sind, auf der Oberfläche lokalisiert (Abb. 25B, 
magentafarbenes Spektrum). Hingegen nimmt die TMD2 in der nächst dickeren DLPC 
Membran (dc = 21 Å) wieder eine transmembrane Orientierung ein (Abb. 25A, graues 
Spektrum), wobei die Helix etwas weniger geneigt ist als in dünneren DDPC Membranen.  
 
Abbildung 25: SROCD-Spektren der TMD2 in Lipiden mit unterschiedlichem Sättigungsgrad der Lipidacylketten  
Die TMD2 wurde in makroskopisch orientierten Lipiddoppelschichten rekonstituiert (P/L = 1:50). Die Messungen wurden bei 
35 °C durchgeführt und die erhaltenen Spektren wurden auf ihr Minimum im Bereich von 223 nm normiert. (A) In Lipiden mit 
gesättigten Acylketten ist die charakteristische Bande bei 208 nm nicht oder nur leicht ausgeprägt. Die TMD2 nimmt in diesen 
Membranen folglich eine transmembrane Orientierung ein, wobei sie sich dem hydrophoben mismatch durch Neigung anpasst. 
(B) Die SROCD-Spektren der TMD2 in Lipiden mit einfach ungesättigten Acylketten weisen alle eine negative Bande bei 
208 nm auf, folglich liegt die TMD2 in einem geflippten Zustand vor. Zudem deutet die Abflachung der Absorption im 
kurzwelligen Bereich auf eine teilweise Aggregation der TMD2 auf der Oberfläche hin. Die SROCD-Messungen wurden von 
M. Sc. Anne C. Görner im Zuge ihrer Masterarbeit durchgeführt. Auf der rechten Seite ist die schematische Orientierung der 
TMD2 (gelb) in Membranen (grau) dargestellt, wobei jeweils die Doppelbindung in den einfach ungesättigten Lipidacylketten 
schwarz markiert ist. 
Die erhaltenen SROCD-Daten zeigen, dass die TMD2 des Pinholins in Lipiden mit gesättigten 
Acylketten eine transmembrane Orientierung einnimmt und sich der hydrophoben Dicke der 
Membran durch Neigung anpasst. Hingegen scheint die TMD2 in Lipiden mit einfach 




Membranoberfläche zu Flippen. Eventuell könnte das beobachtete Flippen der TMD2 aufgrund 
ihres amphiphilen Charakters lediglich ein Artefakt sein, da hier nur ein verkürztes TMD2 
Fragment untersucht wurde und nicht das Pinholin Gesamtkonstrukt. 
Neben der OCD-Spektroskopie wurden auch Festkörper-15N-NMR-Messungen zur 
Bestimmung der Membranorientierung der TMD2 durchgeführt. Bei beiden Methoden erfolgt 
die Rekonstitution des Peptids in mechanisch orientierten Lipiddoppelschichten, wodurch die 
Ergebnisse sehr gut miteinander vergleichbar sind. Die Festkörper-NMR-Spektroskopie 
erweist sich als attraktive Methode zur detaillierten Strukturaufklärung von 
Membranproteinen134–136, da durch die chemische Verschiebungsanisotropie (CSA, Chemical 
Shift Anisotropy), die dipolare Kopplung sowie die Quadrupolaufspaltung Informationen über 
die Orientierung gewonnen werden können. Bei der Flüssig-NMR-Spektroskopie wird 
hingegen die Richtungsabhängigkeit der CSA durch die schnellen Bewegungen der Moleküle 
zu isotropen Signalen ausgemittelt. Für die Festkörper-NMR-Messungen erweist sich 
beispielsweise der NMR-aktive Kern 15N als gut geeignet, da er einen Kernspin I von ½ besitzt 
und zudem isoliert in der Peptidbindung vorliegt. Da dessen natürliche Häufigkeit jedoch relativ 
gering ist, muss die Probe mit diesem Isotop angereichert werden. Die Orientierung eines 
selektiv 15N-markierten α-helikalen Peptids kann durch einfache Betrachtung des 
15N-chemischen Verschiebungssignals bestimmt werden (Abb. 26). Hierfür muss das Peptid in 
makroskopisch orientierten Lipiddoppelschichten rekonstituiert werden, wobei die 
Membrannormale typischerweise parallel zum statischen Magnetfeld B0 ausgerichtet wird. 
Das Pulverspektrum eines unorientierten α-helikalen Peptids ergibt Signale im Bereich 
zwischen 60 ppm und 220 ppm, welches sich aus den Signalen aller möglichen Orientierungen 
der Helix zusammensetzt. Bei einer transmembranen Ausrichtung des Peptids ist dieses parallel 
zum Magnetfeld B0 und würde Signale bei einer 
15N-chemischen Verschiebung zwischen 
160 ppm bis 220 ppm liefern. Hingegen erzeugt ein auf der Oberfläche lokalisiertes Peptid 






Abbildung 26: 1D-Festkörper-15N-NMR-Spektrum eines α-helikalen Peptids in orientierten Lipiddoppelschichten  
Die Orientierung selektiv 15N-markierter α-helikaler Peptide in makroskopisch orientierten Lipiddoppelschichten kann mittels 
1D-Festkörper-15N-NMR-Spektroskopie durch Betrachtung des 15N-chemischen Verschiebungssignals bestimmt werden. 
Das Pulverspektrum eines in der Membran unorientierten Peptids, welches sich aus Signalen aller möglichen Orientierungen 
zusammensetzt, liegt im Bereich zwischen 60 ppm und 220 ppm. Sofern das Peptid in einer transmembranen Orientierung 
vorliegt, liegt dessen 15N-chemische Verschiebung im Bereich von 160 ppm bis 220 ppm. Hingegen erzeugt eine auf der 
Oberfläche lokalisierte Helix ein Signal bei einer 15N-chemischen Verschiebung im Bereich von 60 ppm bis 100 ppm134 
(Abbildung verändert entnommen aus E. STRANDBERG et al.134). 
Für die Festkörper-15N-NMR-Messungen wurde die 15N-L47 markierte TMD2 in 
makroskopisch orientierten Lipiddoppelschichten in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis 
von 1 zu 50 rekonstituiert. Die Messungen wurden bei einer 0°-Orientierung der 
Membrannormalen relativ zum statischen Magnetfeld B0 durchgeführt. Da als Membran-
imitierende Modellsysteme Phosphoglyceride, deren Kopfgruppe eine Phosphatgruppe 
aufweisen, verwendet wurden, konnte die Orientierung der Lipidmoleküle vor und nach den 
15N-NMR-Messungen mittels 31P-NMR-Experimenten überprüft werden (31P-NMR-Spektren 
siehe Anhang, Kapitel 12.2.). Sofern die Lipidmoleküle orientiert vorliegen sind diese bei der 
0°-Orientierung der Membrannormalen parallel zum statischen Magnetfeld B0 ausgerichtet, 
weshalb sie einen schmalen Peak mit hoher Intensität bei einer 31P-chemischen Verschiebung 
von etwa 30 ppm erzeugen. Hingegen wäre ein ausgeprägtes Pulverspektrum, welches eine 
Überlagerung aller möglichen Orientierungen im Raum wiederspiegelt, charakteristisch für den 
Verlust der Orientierung der Lipide. Die aufgenommenen 31P-NMR-Spektren zeigen, dass die 
Orientierung der Lipidmoleküle während der gesamten Messdauer nicht stark beeinflusst 
wurde. In Abbildung 27 sind die 15N-NMR-Spektren der 15N-L47 markierten TMD2 in Lipiden 
mit gesättigten Acylketten und unterschiedlicher hydrophober Membrandicke dargestellt. 
Die 15N-NMR-Spektren weisen ein Signal im Bereich von 160-220 ppm auf, was einer 
transmembranen Orientierung der TMD2 entspricht. In DMPC Lipiddoppelschichten (Abb. 27, 




Membran vollständig aufgerichtet, da sie ein scharfes Signal bei einer 15N-chemischen 
Verschiebung von 185 ppm aufweist130. In dünneren Membranen aus DLPC mit einer 
hydrophoben Dicke von 21 Å122 liegt das Signal bei einer 15N-chemischen Verschiebung von 
178 ppm, welches einer geneigten Helix in der Membran zugeordnet werden kann (Abb. 27, 
graues Spektrum). Das Signal bei einer 15N-chemischen Verschiebung von 165 ppm in den sehr 
dünnen DDPC Lipiddoppelschichten mit einer hydrophoben Dicke von 16,6 Å122 entspricht 
einer noch stärker geneigten Helix (Abb. 27, grünes Spektrum). Demnach verschiebt sich das 
Signal mit abnehmender hydrophober Membrandicke ins Hochfeld, was einer zunehmenden 
Neigung der Helix in der Lipiddoppelschicht entspricht. Die TMD2 passt sich demnach der 
hydrophoben Membrandicke an, um den hydrophoben mismatch zu vermeiden131–133. 
 
Abbildung 27: Festkörper-15N-NMR-Spektren der 15N-L47 markierten TMD2 in Lipiden mit gesättigten Acylketten 
Die 15N-L47 markierte TMD2 wurde in Lipiden mit gesättigten Acylketten und unterschiedlicher Kettenlänge rekonstituiert 
(P/L = 1:50) und die Messungen wurden bei 35 °C durchgeführt. In den untersuchten Membranen nimmt die TMD2 eine 
transmembrane Orientierung ein, da nur Signale im Bereich einer insertierten Helix vorliegen. Vollständig aufgerichtet liegt 
sie in DMPC Membranen (rotes Spektrum) vor, da ein scharfes Signal bei einer 15N-chemischen Verschiebung von 185 ppm 
erkennbar ist130. Mit abnehmender hydrophober Dicke der Membran verschiebt sich die 15N-chemische Verschiebung weiter 
ins Hochfeld, was einer Neigung der Helix in der Membran entspricht. In Lipiddoppelschichten aus DLPC (graues Spektrum) 
liegt das Signal bei 178 ppm und in DDPC (grünes Spektrum) bei 165 ppm. Die 15N-NMR-Messungen wurden von M. Sc. 
Anne C. Görner im Zuge ihrer Masterarbeit durchgeführt. Die entsprechende Orientierung der Helix (gelb) in den 
unterschiedlich dicken Membranen (grau) ist schematisch auf der rechten Seite dargestellt.  
Zur Untersuchung inwieweit der veränderte Sättigungsgrad die Orientierung der TMD2 in der 
Membran verändert, wurde die 15N-L47 markierte TMD2 in makroskopisch orientierten Lipiden 
mit einfach ungesättigten Acylketten und unterschiedlicher Kettenlänge rekonstituiert 
(P/L = 1:50). In sehr dünnen Membranen aus DMoPC mit einer hydrophoben Dicke von 




spektrale Bereiche auf (Abb. 28). Das intensivere Signal bei 184 ppm stammt von parallel zum 
Magnetfeld orientierten Peptidanteilen, wobei die TMD2 leicht geneigt insertiert vorliegt. 
Hingegen repräsentiert das zweite Signal bei einer 15N-chemischen Verschiebung von 62 ppm 
ein auf der Membranoberfläche lokalisiertes Peptid. Durch Erhöhung der hydrophoben Dicke 
der Membran mit 26,8 Å122 in DOPC Lipiddoppelschichten richtet sich die TMD2 weiter auf, 
was an dem leicht tieffeldverschobenen Signal bei einer 15N-chemischen Verschiebung von 
190 ppm ersichtlich ist (Abb. 28). Auch in den DOPC Membranen ist ein Signal einer 
oberflächenorientierten TMD2 bei einer 15N-chemischen Verschiebung von 67 ppm vorhanden. 
Da im Vergleich die Signalintensität des Signals der insertierten TMD2 geringer ist, liegt in 
DOPC Membranen ein größerer Peptidanteil geflippt vor (Abb. 28). Letztendlich liegt die 
TMD2 in den extrem dicken DErPC Membranen mit einer hydrophoben Dicke von 34,4 Å122 
sogar ausschließlich geflippt vor, da nur ein Signal bei 68 ppm erkennbar ist (Abb. 28). 
Die TMD2 liegt in Lipiden mit einfach ungesättigten Acylketten demnach sowohl insertiert als 
auch geflippt vor, wobei mit zunehmender hydrophober Dicke der Membran der geflippte 
Peptidanteil zunimmt. Eine mögliche Proteinaggregation des Peptids auf der 
Membranoberfläche, welche die Signale einer auf der Membranoberfläche lokalisierten TMD2 
erklären würde, kann jedoch ausgeschlossen werden, da keine Pulveranteile in den 15N-NMR-
Spektren erkennbar sind. Eventuell ist dieses ungewöhnliche Flippen der TMD2 darauf 
zurückzuführen, dass hier nur ein TMD2 Fragment verwendet wurde und nicht ein Pinholin 
Gesamtkonstrukt. 
Bei Vergleich der Signale der insertierten Peptidanteile mit der hydrophoben Dicke der 
Membran ist ersichtlich, dass die beobachtete Aufrichtung der Helix mit der zunehmenden 
Membrandicke korreliert. In den sehr dünnen Membranen aus DDPC (dc = 16,6 Å
122), dessen 
Acylketten gesättigt sind, ist die TMD2 sehr stark geneigt (Abb. 27, grünes Spektrum) und in 
DLPC (dc = 21 Å
122), dessen Lipidacylketten ebenfalls gesättigt sind, ist die TMD2 weniger 
stark geneigt (Abb. 27, graues Spektrum). Durch die Zunahme der hydrophoben Dicke der 
Membran richtet sich die TMD2 in DMoPC Membranen (dc = 19,2 Å
122), dessen Acylketten 
einfach ungesättigt sind, weiter auf, bis die Helix in Membranen aus dem DOPC 
(dc = 26,8 Å







Abbildung 28: Festkörper-15N-NMR-Spektren der 15N-L47 markierten TMD2 in Lipiden mit einfach ungesättigten 
Acylketten 
Die 15N-L47 markierte TMD2 wurde in Lipiden mit einfach ungesättigten Acylketten mit unterschiedlicher Kettenlänge 
rekonstituiert (P/L = 1:50) und die 15N-NMR-Messungen wurden bei 35 °C durchgeführt. Das Signal bei 184 ppm in den sehr 
dünnen DMoPC Membranen entspricht einer leicht geneigten transmembranen Orientierung der TMD2. Zudem liegt ein 
geringer Peptidanteil geflippt vor, da ein zweites Signal bei 62 ppm erkennbar ist. Mit zunehmender hydrophober Dicke nimmt 
der Anteil an geflippter TMD2 in DOPC Membranen zu, da das Signal bei 67 ppm, welches der oberflächengebundenen TMD2 
entspricht, intensiver ist als das Signal der aufrecht insertierten TMD2 bei 190 ppm. In den extrem dicken Membranen aus 
DErPC liegt die TMD2 vollständig auf der Membranoberfläche, da das Spektrum lediglich ein Signal bei 68 ppm zeigt. 
Eine Aggregation des Peptids auf der Oberfläche der Membran kann allerdings ausgeschlossen werden, da keine Pulveranteile 
erkennbar sind. Die 15N-NMR-Messungen wurden von M. Sc. Anne C. Görner im Zuge ihrer Masterarbeit durchgeführt. 
Auf der rechten Seite ist die schematische Orientierung der TMD2 (gelb) in Membranen (grau) dargestellt, wobei jeweils die 
Doppelbindung in den ungesättigten Lipidacylketten in schwarz markiert ist.  
Zusammenfassend konnten die SROCD- und Festkörper-15N-NMR-Messungen zeigen, dass 
die hydrophobe Dicke der Lipiddoppelschichten sowie der Sättigungsgrad der Lipidacylketten 
die Orientierung der TMD2 in der Membran beeinflussen. In Lipiden mit gesättigten Acylketten 
sowie in denen mit einfach ungesättigten Acylketten passt sich die TMD2 durch Neigung der 
hydrophoben Dicke der Membran an. Neben der transmembranen Orientierung der TMD2 liegt 
diese allerdings in Membranen aus Lipiden mit einfach ungesättigten Acylketten zusätzlich in 




eine vollständig transmembrane Orientierung einnimmt. Demnach scheinen die ungesättigten 
Lipidacylketten die TMD2 aus der Membran zu drücken, wobei dieser Effekt mit steigender 
hydrophober Membrandicke zunimmt. Bei dem beobachteten Flippen könnte es sich allerdings 
auch nur um ein Artefakt handeln, da hier nur ein TMD2 Fragment verwendet wurde. 
 
3.1.3.2 Bestimmung des Neigungswinkels τ und des Rotationswinkels ρ der TMD2 
Für die detaillierte Bestimmung der Membranorientierung der TMD2 wurde daraufhin als 
Membran-imitierendes Modellsystem DMPC gewählt, da die TMD2 in diesem Lipidsystem 
vollständig aufrecht in der Membran insertiert vorliegt und ein Flippen auf die Oberfläche der 
Membran nicht beobachtet wurde. Zudem hat sich DMPC als etabliertes System für die 
Festkörper-NMR-Spektroskopie erwiesen137,138. Ein Vorteil von DMPC liegt in seiner guten 
Orientierung in der biologisch relevanten lamellaren Phase auf den Glasplättchen, welche zur 
Herstellung der orientierten Proben für die NMR-Messungen verwendet werden. Zudem behält 
DMPC seine Orientierung über einen weiten Bereich von Temperatur- und 
Hydratationsniveaus bei. Abbildung 29 zeigt die entsprechenden 1D-Festkörper-15N-NMR-
Spektren der vierfach 15N-markierten TMD2 (Abb. 29A) sowie der vier einfach selektiv 15N-
markierten TMD2 (Abb. 29B)130. Die Signale aller 15N-NMR-Spektren liegen im Bereich 
zwischen 180 ppm und 215 ppm, demnach nimmt die TMD2 eine transmembrane Orientierung 
in den DMPC Lipiddoppelschichten ein. Das 15N-NMR-Spektrum der 15N-L42,45,47,50 markierten 
TMD2 (Abb. 29A, schwarzes Spektrum) weist vier unterschiedliche Signale auf. Anhand der 
Überlagerung der Spektren ist ersichtlich, dass jedes Signal dieser vier Signale einem der 
einfach 15N-markierten TMD2 zugeordnet werden kann. Das Signal der 15N-L42 markierten 
TMD2 (Abb. 29B, rotes Spektrum) liegt bei einer 15N-chemischen Verschiebung von 196 ppm, 
der 15N-L45 markierten TMD2 (Abb. 29B, blaues Spektrum) bei 213 ppm, der 
15N-L47 
markierten TMD2 (Abb. 29B, grünes Spektrum) bei 185 ppm und der 15N-L50 markierten 





Abbildung 29: Festkörper-15N-NMR-Spektren verschiedener selektiv 15N-markierter TMD2 in DMPC Membranen  
Die verschiedenen selektiv 15N-markierten Peptide wurden in makroskopisch orientierten DMPC-Doppelschichten 
(P/L = 1:50) rekonstituiert und die Messungen wurden bei 35 °C durchgeführt. (A) Das Spektrum der 15N-L42,45,47,50 markierten 
TMD2 weist vier verschiedene Signale im Bereich zwischen 180 ppm und 215 ppm auf, demnach nimmt die TMD2 eine 
transmembrane Orientierung ein. (B) Das Signal der 15N-L42 markierten TMD2 (rotes Spektrum) liegt bei einer 15N-chemischen 
Verschiebung von 196 ppm, der 15N-L45 markierten TMD2 (blaues Spektrum) bei 213 ppm, der 15N-L47 markierten TMD2 
(grünes Spektrum) bei 185 ppm und der 15N-L50 markierten TMD2 (lila Spektrum) bei 180 ppm130. Die Messungen wurden 
von M. Sc. Anne C. Görner im Zuge ihrer Masterarbeit durchgeführt (Abbildung verändert entnommen aus L. M. E. STEGER 
et al.130). 
Des Weiteren wurden zur Ermittlung der Membranorientierung der TMD2 2D-SAMMY 
Experimente durchgeführt, bei denen die 15N-chemische Verschiebung mit der dipolaren 
1H-15N-Kopplungsfrequenz korreliert wird139,140. Solche 2D-SAMMY-Experimente ergeben 
für α-Helices charakteristische ringförmige Signalmuster, welche als PISA (Polarity Index 
Slant Angle)-wheels bezeichnet werden. Anhand solcher PISA-wheels kann auf den 
Neigungswinkel τ und den Rotationswinkel ρ einer Helix in der Membran geschlossen 
werden141–143. Zudem geben PISA-wheels Auskunft über die Beweglichkeit einer Helix in der 





Die Orientierung der Lipidmoleküle wurde vor und nach den Festkörper-15N-NMR-Messungen 
mittels 31P-NMR-Experimenten überprüft (31P-NMR-Spektren siehe Anhang, Kapitel 12.2.). 
Zu Beginn der Messungen waren die Lipide in allen Proben orientiert. Einige der nach den 
15N-NMR-Messungen aufgenommenen 31P-NMR-Spektren deuten auf einen leichten Verlust 
der Orientierung der Lipide hin, was auf die Austrocknung der Probe sowie einem Lipidabbau 
zurückzuführen ist. Das 31P-NMR-Spektrum der vierfach 15N-L42,45,47,50 markierten TMD2 zeigt, 
dass die Orientierung der Lipide dieser Probe nicht stark beeinflusst wurde. Da die Signale der 
15N-NMR-Messung der 15N-L42,45,47,50 markierten TMD2 sehr gut mit den Signalen der einfach 
selektiv 15N-markierten TMD2 übereinstimmen, ist anzunehmen, dass die verschlechterte 
Orientierung der Lipide erst gegen Ende der Messung erfolgte und somit das Messergebnis 
nicht verfälschen130. 
Die 2D-SAMMY-Messungen der vierfach markierten 15N-L42,45,47,50 TMD2 sowie der vier 
verschiedenen einfach 15N-markierten TMD2 sind in Abbildung 30A gezeigt130. Analog zu der 
1D-Festkörper-15N-NMR-Messung zeigt das 2D-Spekrum der 15N-L42,45,47,50 markierten TMD2 
(Abb. 30A, schwarzes Spektrum) vier verschiedene Signale im Bereich von 180 ppm bis 
213 ppm und 1H-15N-dipolaren Kopplungsfrequenzen zwischen 5,8 kHz und 7,8 kHz, welche 
mit den Signalen der vier einfach 15N-markierten TMD2 übereinstimmen. Durch den Vergleich 
des Signalmusters des erhaltenen PISA-wheels mit simulierten Spektren, welche unter 
Annahme einer idealen Helix mittels des Programms opisawheel erstellt wurden, konnte für die 
α-helikale TMD2 ein Neigungswinkel τ von 14° mit einem Ordnungsparameter Smol von 0,91 
ermittelt werden. Demnach ist die TMD2 leicht geneigt und relativ steif in DMPC Membranen 
eingelagert130. Für die anschließende Bestimmung der Rotationswinkel ρ, welcher die Lage des 
Cα-Atoms einer Aminosäure auf der Oberfläche einer Helix angibt, war die Zuordnung der vier 
verschiedenen Signale im 2D-Spekrum der 15N-L42,45,47,50 markierten TMD2 notwendig. Anhand 
der 2D-SAMMY-Messungen der vier einfach 15N-markierten Peptide konnten die Signale 
leicht zugeordnet werden. Das Signal bei 196 ppm und 7,8 kHz kann der 15N-L42 markierten 
TMD2 (Abb. 30A, rotes Spektrum) zugeordnet werden, das bei 213 ppm und 7,2 kHz der 
15N-L45 markierten TMD2 (Abb. 30A, blaues Spektrum), das bei 185 ppm und 5,8 kHz der 
15N-L47 markierten TMD2 (Abb. 30A, grünes Spektrum) und das bei 180 ppm und 6,8 kHz der 
15N-L50 markierten TMD2 (Abb. 30A, lila Spektrum)
130. Mittels des Programms opisawheel 
wurden anschließend die Rotationswinkel unter Annahme einer idealen α-Helix, bei welcher 
die Cα-Atome zweier benachbarter Aminosäuren um 100° verdreht sind, ermittelt (Definition 




bestimmten Neigungswinkel und Ordnungsparameter der TMD2 verschiedene 2D-Spektren 
simuliert, wobei die Rotationswinkel entsprechend variiert wurden, sodass die Signalpositionen 
der 15N-markierten Leucine aus den 2D-Messungen der TMD2 am besten mit den simulierten 
Positionen übereinstimmen. Die schwarzen Punkt im SAMMY-Spektrum entsprechen dem 
simulierten Spektrum (Abb. 30A) der TMD2 in DMPC Membranen. Die bestimmten 
Rotationswinkel ρ betragen für L47 50°, für L45 210°, für L42 270° und für L50 350° 
(Abb. 30B)130. Mit dem festgelegten Rotationswinkel einer Aminosäure kann aufgrund der 
Periodizität einer idealen α-Helix jeder einzelnen Aminosäure ihr entsprechender 
Rotationswinkel zugeordnet werden.  
Die Strukturanalyse der TMD2 in DMPC Membranen zeigt, dass neben mehreren polaren 
Resten (T51, T54, N55) auch ein Glycin-Zipper-Motiv (G40xxxS44xxxG48) seitlich entlang der 
geneigten Helix positioniert ist.130 Dieser polare Streifen, auf dessen Bedeutung T. PANG et 
al.66,67,101 bereits hingewiesen haben, ist somit frei für Helix-Helix-Wechselwirkungen. 
Basierend auf der bestimmten Orientierung der TMD2 in der Membran ist die Ausbildung eines 
rechtsgängigen TMD2 Dimers über das Glycin-Zipper Motiv in der Membran möglich. 
 
Abbildung 30: 2D-SAMMY-Spektren verschiedener selektiv 15N-markierter TMD2 und helical wheel plot der TMD2 
(A) Die 2D-SAMMY-Spektren der vierfach 15N-L42,45,47,50 markierten TMD2 (schwarzes Spektrum) sowie der vier 
verschiedenen einfach 15N-markierten TMD2 sind gezeigt. Die Peptide wurden in makroskopisch orientierten DMPC-
Doppelschichten rekonstituiert (P/L = 1:50) und die Messungen wurden bei einer Temperatur von 35 °C durchgeführt. 
Das 2D-SAMMY-Spektrum der vierfach 15N-L42,45,47,50 markierten TMD2 (schwarzes Spektrum) zeigt vier unterschiedliche 
Signale, welche eine 15N-chemische Verschiebung im Bereich von 180 ppm bis 213 ppm und 1H-15N-dipolare 
Kopplungsfrequenzen zwischen 5,8 kHz und 7,8 kHz aufweisen. Diese Signale stimmen mit den erhaltenen 2D-SAMMY-
Spektren der vier verschiedenen einfach 15N-markierten TMD2 überein, wobei das Signal bei 196 ppm und 7,8 kHz der 15N-L42 
TMD2 (rotes Spektrum), das bei 213 ppm und 7,2 kHz der 15N-L45 TMD2 (blaues Spektrum), das bei 185 ppm und 5,8 kHz 
der 15N-L47 TMD2 (grünes Spektrum) und das bei 180 ppm und 6,8 kHz der 15N-L50 TMD2 (lila Spektrum) zugeordnet werden 
kann. Die schwarzen Punkte entsprechen dem durch das Programm opisawheel simulierten Spektrum einer idealen α-Helix mit 
τ = 14° und Smol = 0,91130. (B) Die ermittelten Rotationswinkel ρ der verschiedenen 15N-markierten Leucine sind in dem helical 
wheel plot der TMD2, welches mittels der Protein-ORIGAMI-Webanwendung115 erstellt wurde, gezeigt. Hydrophobe 
Aminosäuren sind gelb markiert und polare Aminosäuren blau, Glycine sind in grün dargestellt (Abbildung verändert 




3.1.3.3 Struktur und Orientierung der TMD2 in Membranen für die Funktionsanalyse 
Für die nachfolgenden fluoreszenzbasierten Untersuchungen des lochbildenden Charakters der 
TMD2 war es allerdings nicht möglich als Membran-imitierendes Modellsystem das Lipid 
DMPC zu verwenden. Bei den Funktionsexperimenten sind stabile Vesikel essentiell, da die 
Undichtigkeit der Vesikel, hervorgerufen durch das Peptid, untersucht werden soll. Aufgrund 
der hohen Phasenübergangstemperatur von DMPC ist es allerdings nur schwer möglich die 
Lipide während der gesamten Probenvorbereitung in ihrer biologisch relevanten 
flüssigkristallinen Phase zu halten. Da sich die aus DMPC hergestellten Vesikel zudem als 
undicht erwiesen, wurde das Lipid POPC (1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin) 
für die fluoreszenzbasierten Messungen verwendet. Aus POPC hergestellte Vesikel erweisen 
sich als stabil und durch die niedrige Phasenübergangstemperatur (Tm = -2 °C) bleiben die 
Lipide während der funktionellen Analyse in ihrer flüssigkristallinen Phase. Strukturell 
unterscheidet sich POPC von den bisherig verwendeten Lipiden bezogen auf seine 
Lipidacylketten. In POPC ist eine Acylkette gesättigt (16:0) und die andere, um zwei 
Kohlenstoffatome verlängerte Acylkette, liegt in einem einfach ungesättigten Zustand vor 
(18:1) (Abb. 31).  
 
Abbildung 31: Struktur von POPC (16:0-18:1) 
Das Phosphoglycerid POPC verfügt über eine gesättigte Lipidacylkette (16:0) sowie über eine einfach ungesättigte 
Lipidacylkette (18:1 (Δ9-cis)). Membranen aus POPC weisen eine hydrophobe Dicke von 27,1 Å auf144 und die 
Phasenübergangstemperatur Tm von POPC liegt bei -2 °C (Tm von Avanti Polar Lipids (Alabaster, AL) übernommen). 
Vor der funktionellen Analyse der TMD2 wurde deren Faltung in POPC Vesikeln überprüft. 
Hierfür wurde die TMD2 in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 in POPC 
Vesikeln rekonstituiert. Das erhaltene SRCD-Spektrum weist ebenfalls die charakteristischen 
Banden einer α-Helix mit einer positiven Bande bei 194 nm und den beiden negativen Banden 





Abbildung 32: SRCD-Spektrum der TMD2 in POPC Vesikeln 
Die TMD2 wurde in POPC Vesikeln in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 rekonstituiert und die Messung 
wurde bei 22 °C durchgeführt. Das erhaltene SRCD-Spektrum der TMD2 weist eine positive Bande bei 194 nm und zwei 
negative Banden bei 209 nm und 222 nm auf. Diese Linienform ist charakteristisch für eine α-helikale Faltung. 
Nachdem die α-helikale Faltung der TMD2 in POPC bestätigt werden konnte, wurde auch die 
Orientierung der TMD2 in makroskopisch orientierten Lipiddoppelschichten ermittelt. 
Das Festkörper-15N-NMR-Spektrum der 15N-L47 markierten TMD2 zeigt, dass die TMD2 in 
POPC Membranen zwei verschiedene Orientierungen einnimmt. Das intensivere Signal bei 
193 ppm zeigt, dass die TMD2 größtenteils aufrecht in der Membran insertiert vorliegt 
(Abb. 33). Ein gewisser Peptidanteil liegt jedoch geflippt vor, da ein Signal bei einer 
15N-chemischen Verschiebung von 68 ppm zu erkennen ist. Eine auf der Oberfläche lokalisierte 
Orientierung wurde bereits in Lipiden, bei welchen beide Acylketten einfach ungesättigt sind, 
beobachtet (Abb. 28). Im weiteren Verlauf der NMR-Messung der TMD2 in POPC Membranen 
ist jedoch ein Wechsel der Signalintensitäten zu erkennen und am Ende der dreitägigen 
Messung ist die TMD2 vollständig auf der Membranoberfläche lokalisiert. Das Austrocknen 
der Probe während der 15N-NMR-Messung scheint demnach die Helix vermehrt aus der 
Membran herauszudrücken. Zu beachten ist, dass sich die Lipide während den 
fluoreszenzbasierten Funktionsexperimenten in einem vollständig hydratisierten Zustand 
befinden, da die Messungen in einer Vesikel-Lösung durchgeführt werden. Demnach ist 
anzunehmen, dass ein Großteil der TMD2 während der Funktionsanalyse eine transmembrane 
Orientierung einnimmt. Eventuell verschiebt sich das Gleichgewicht zwischen insertierter und 
geflippter TMD2 aufgrund der vollständigen Hydratisierung sogar komplett auf die Seite der 





Abbildung 33: Festkörper-15N-NMR-Messung der 15N-L47 markierten TMD2 in POPC  
Die TMD2 wurde in makroskopisch orientierten Lipiddoppelschichten aus POPC rekonstituiert (P/L = 1:50) und die Messung 
wurde bei 35 °C durchgeführt. Die Festkörper-15N-NMR-Messung der 15N-L47 markierten TMD2 liefert ein Signal bei einer 
15N-chemischen Verschiebung von 193 ppm, welches einer aufrecht insertierten Helix zugeordnet werden kann. Das zweite, 
weniger intensive Signal bei 68 ppm entspricht einer auf der Oberfläche lokalisierten TMD2. Der Intensitätsunterschied der 
beiden Signale zeigt, dass ein Großteil der TMD2 transmembran vorliegt. Die 15N-NMR-Messung wurde von M. Sc. Anne C. 
Görner im Zuge ihrer Masterarbeit durchgeführt. Die schematische Orientierung der TMD2 (gelb) in der Membran (grau) ist 
dargestellt, wobei jeweils die Doppelbindung der einen ungesättigten Lipidacylkette von POPC schwarz markiert ist. 
 
3.1.4 Funktionsanalyse der TMD2 des Pinholins S2168 
Nachdem die α-helikale Struktur sowie die Orientierung der TMD2 in diversen makroskopisch 
orientierten Lipiddoppelschichten ermittelt wurde, lag der Fokus auf verschiedenen 
fluoreszenzbasierten Experimenten zur Untersuchung des lochbildenden Charakters der TMD2 
des Pinholins S2168. Inwieweit nun die TMD2 Löcher in Membranen induziert und durch 
welche Faktoren die Lochbildung beeinflusst wird, sollte mittels eines modifizierten 
fluoreszenzbasierten Vesikel-Leckschlag (Leakage)-Experiments untersucht werden. 
Die Grundlage dieses Experiments bildet die Messung der Fluoreszenz des Fluorophors 
6-Aminonaphthalin-1,3,6-trisulfonsäure (ANTS) bei einer Anregungswellenlänge von 355 nm 
und der Fluoreszenzlöschung durch den Quencher p-Xylol-bis(N-pyridiniumbromid) (DPX) 





Abbildung 34: Struktur des verwendeten Fluorophor-Quencher-Paares 
Zur Untersuchung des lochbildenden Charakters der TMD2 wurde der Fluoreszenzfarbstoff ANTS (A) und der Quencher DPX 
(B) verwendet.  
Der Vorgang der Fluoreszenzlöschung wird auch als Quenching bezeichnet und beschreibt im 
Allgemeinen die Verringerung der Fluoreszenzintensität einer Probe. Beim molekularen 
Kontakt eines Fluorophors mit einem Quencher kehrt dieser ohne die Emission eines Photons 
zurück in den Grundzustand. Die Anregungsenergie des Fluorophors wird dabei strahlungslos 
auf den Quencher übertragen147. 
Bei dem durchgeführten ANTS/DPX-Leakage-Experimenten werden der Farbstoff und der 
Quencher in LUVs (Large Unilamellar Vesicles) eingeschlossen. Zunächst wird innerhalb und 
außerhalb der Vesikel die Fluoreszenz des ANTS durch den Quencher DPX gequencht. 
Durch Entfernung der sich im Außenmedium befindlichen Fluorophore und Quencher mittels 
Gelfiltration kann ein Auslaufen der Vesikel (Leckschlag, Leakage) beobachtet werden, sofern 
das in der Membran eingelagerte Peptid Löcher darin ausbildet. Durch Entweichen der 
eingeschlossenen Fluorophor- und Quencher-Moleküle wird die Konzentration des DPX stark 
verdünnt, wodurch dessen Quenching-Effizienz abnimmt und die Fluoreszenz des ANTS 
detektiert werden kann. Bei der Untersuchung der Lochbildung von wasserlöslichen Peptiden 
wird das Peptid erst nach Entfernung der sich im Außenmedium befindlichen Fluorophore und 
Quencher zu den LUVs hinzugegeben. Die Grundfluoreszenz der Probe, bei der das Peptid 
noch nicht eingelagert ist und noch kein Leakage erfolgt, kann somit vor der jeweiligen 
Messung ermittelt werden. Jedoch erweist sich die TMD2 als wasserunlöslich, weshalb die 
Herstellung der LUVs durch Cosolubilisierung der TMD2 mit den Lipiden in organischen 
Lösungsmitteln erfolgt. Da in diesem Fall das Peptid von Beginn an in den LUVs eingelagert 
ist, bildet dieses bereits Löcher in der Membran aus. Bei der Entfernung der Fluorophore und 
Quencher erfolgt aufgrund des vorliegenden Konzentrationsgradienten das Leakage bereits auf 
der Gelfiltrationssäule. In der Zeitspanne in der sich die Probe auf der Gelfiltrationssäule 
befindet, kann allerdings die Fluoreszenz des ANTS nicht detektiert werden. Daher muss für 
die Ermittlung der Grundfluoreszenz, welche als 0 % Leakage definiert wird, eine Probe ohne 
Peptid gemessen werden. Über einen Zeitraum von 900 s wird die Zunahme der ANTS-




Triton X-100 die Vesikel vollständig zerstört und die erhaltene Fluoreszenzintensität entspricht 
der Gesamtfluoreszenz des in der Probe vorhandenen ANTS. Zur Vergleichbarkeit der 
verschiedenen Messungen wird der erhaltene Leakage-Wert nach 900 s angegeben. 
Die Berechnung der Grundfluoreszenz und der Leakage-Werte kann den Methoden 
(Kapitel 7.3.1.) entnommen werden. In Abbildung 35 ist die schematische Darstellung der 
Durchführung des ANTS/DPX-Leakage-Experiments gezeigt. 
 
 
Abbildung 35: Schematische Darstellung des ANTS/DPX-Leakage-Experiments 
Das Peptid (gelb) wird in LUVs rekonstituiert und die Fluorophore und Quencher befinden sich sowohl innerhalb als auch 
außerhalb der Vesikel. In dieser Konzentration wird die Fluoreszenz des ANTS (hellgrau) durch den Quencher DPX (grau) 
gequencht. Die sich im Außenmedium befindlichen ANTS-Fluorophore und die Quencher-Moleküle werden durch eine 
Gelfiltrationssäule entfernt. Da allerdings die TMD2 bereits vollständig aktiv eingelagert vorliegt und bereits Löcher 
ausgebildet hat, startet das Leakage bereits auf der Säule. Während der Gelfiltration kann jedoch die Fluoreszenz des ANTS 
nicht detektiert werden, weshalb die Grundfluoreszenz mittels einer Probe ohne Peptid (bei der eben kein Leakage erfolgt) 
ermittelt wird und als 0 % Leakage definiert wird. Durch die Freisetzung der ANTS- und DPX-Moleküle aus den LUVs wird 
die Konzentration des Quenchers im Außenmedium stark verdünnt. Dadurch wird die Fluoreszenz des ANTS nicht mehr 
gequencht und ein Anstieg der ANTS-Fluoreszenz (grün) kann detektiert werden. Nach 900 s wird das Detergenz Triton X-100 
(rot) zur vollständigen Solubilsierung der Vesikel hinzugegeben. Dieser Fluoreszenzwert wird als 100 % Leakage definiert 
(Abbildung verändert entnommen aus L. M. E. STEGER et al.130). 
Zur Untersuchung des lochbildenden Charakters der TMD2 wurde das Peptid zunächst in 
POPC LUVs in verschiedenen molaren Peptid- zu Lipidverhältnissen (P/L = 1:400, 1:200, 
1:150, 1:100, 1:66, 1:50) rekonstituiert. Das durch die TMD2 induzierte Leakage nach 900 s in 
POPC LUVs ist in Abbildung 36 gezeigt. Bereits bei der niedrigsten Peptidkonzentration 




Lipidverhältnis von 1 zu 200 sind bereits etwa 77 % der Fluorophore aus den Vesikeln 
herausgeströmt. Bei weiterer Erhöhung der Peptidkonzentration sind im Wesentlichen alle 
Moleküle aus den LUVs entwichen, da annähernd die Gesamtfluoreszenz aller vorhandenen 
ANTS-Moleküle detektiert wurde. Die ANTS/DPX-Leakage-Messungen liefern somit den 
experimentellen Beweis, dass die TMD2 des Pinholins S2168 einen stark ausgeprägten 
lochbildenden Charakter aufweist130. Die postulierte Funktion der TMD2, welche bereits 
anhand einer Lyse-verursachenden Mutante mit deletierter TMD1 von T. PARK et al. untersucht 
wurde63,66, kann somit anhand einer biophysikalischen Methode erstmalig bestätigt werden. 
 
Abbildung 36: ANTS/DPX-Leakage-Messungen der TMD2 in POPC LUVs 
Die TMD2 wurde in POPC LUVs in unterschiedlichen molaren Peptid- zu Lipidverhältnissen (P/L) rekonstituiert und die 
Temperatur während den Messungen betrug 22 °C. Die Mittelwerte der Leakage-Werte nach 900 s aus drei unabhängigen 
Messreihen und deren Standardabweichung sind aufgetragen. Deutlich erkennbar ist, dass die TMD2 Löcher in der Membran 
ausbildet und das schon bei geringer Peptidkonzentration. Ab einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 150 sind im 
Wesentlichen bereits alle Fluorophore aus den Vesikeln herausgeströmt130.  
 
3.1.4.1 Einfluss verschiedener Lipidsysteme auf den lochbildenden Charakter der TMD2 
Nachdem der lochbildende Charakter der TMD2 des Pinholins S2168 mittels ANTS/DPX-
Leakage-Messungen erstmalig experimentell bestätigt werden konnte, sollte der Einfluss 
verschiedener Lipidsysteme auf die Lochbildung näher betrachtet werden.  
Da sich das Pinholin S2168 in die innere Membran des Bakterienwirts einlagert76, sollte 
zunächst der lochbildende Charakter der TMD2 in einem an die Zusammensetzung der inneren 
Membran angelehnten Lipidsystem untersucht werden. Zusammengesetzt ist die innere 
Membran von E. coli Bakterien aus 70-80 % POPE (1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-
phosphoethanolamin) sowie 15-20 % POPG (1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phospho-(1'-
rac-glycerol)) und 5 % Cardiolipin40,41. Für die ANTS/DPX-Leakage-Messungen der TMD2 
wurde daher das Lipidsystem POPE/POPG/TOCL (72:23:5, mol/mol/mol) gewählt und als 




verwendet (Abb. 37A) Des Weiteren sollte der Einfluss verschiedener 
Lipidkopfgruppenstrukturen auf die Lochbildung der TMD2 in Vesikeln aus verschiedenen 
POPC, POPG und POPE Lipidmischungen untersucht werden. Das häufig in bakteriellen 
Membranen vorkommende POPG148, trägt im Gegensatz zu den bisher verwendeten Lipiden 
eine negativ geladene Lipidkopfgruppe (Abb. 37B). Die Ethanolamin-Kopfgruppe von 
PE-Lipiden ist hingegen vergleichsweise klein (Abb. 37C), weshalb die gebildeten Membranen 
eine ausgeprägte negative Krümmung aufweisen149. Eine Besonderheit von POPG (16:0-18:1) 
und POPE (16:0-18:1) sind deren unterschiedliche Lipidacylketten, da analog wie bei POPC 
(siehe Abb. 31) eine Acylkette gesättigt und die Andere einfach ungesättigt ist. 
 
Abbildung 37: Struktur des verwendeten Cardiolipins und Lipidkopfgruppenstruktur von verschiedenen Lipiden 
(A) Struktur des verwendeten Cardiolipins TOCL (18:1) sowie der Lipidkopfgruppenstruktur von PG-Lipiden (B) und PE-
Lipiden (C).  
Bevor die funktionelle Untersuchung der TMD2 in diesen Lipidsystemen durchgeführt wurde, 
erfolgte eine Überprüfung der Faltung der TMD2 sowie eine Bestimmung der 
Membranorientierung. Für die Ermittlung der Sekundärstruktur wurde die TMD2 in einem 
molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 in den verschiedenen Lipidsystemen 
rekonstituiert. Die erhaltenen SRCD-Spektren wurden auf ihr Minimum im Bereich von 
222 nm normiert und weisen alle die charakteristischen CD-Banden einer α-Helix, mit einer 
positiven Bande bei 194 nm sowie den beiden negativen Banden bei 209 nm und 222 nm, auf 
(Abb. 38A). Somit wird die Sekundärstruktur der TMD2 weder durch die negative 
Lipidkopfgruppe von POPG, noch durch die spontane negative Krümmung der Membran, 
hervorgerufen durch das POPE, beeinflusst. Die Sekundärstruktur der TMD2 in POPE/POPC 




für die SRCD-Messungen benötigten SUVs (Small Unilamellar Vesicles) präzipitierte. 
Nach der bestätigten α-helikalen Faltung der TMD2 in diesen Lipidsystemen wurde deren 
Orientierung mittels SROCD-Spektroskopie in makroskopisch orientierten 
Lipiddoppelschichten ermittelt. Die TMD2 wurde hierfür in einem molaren Peptid- zu 
Lipidverhältnis von 1 zu 50 in den verschiedenen Lipidsystemen rekonstituiert und die 
erhaltenen Spektren wurden auf ihr globales Minimum im Bereich von 223 nm normiert 
(Abb. 38B). Die SROCD-Spektren der TMD2 in den verschiedenen Lipidsystemen weisen eine 
negative Bande bei 208 nm auf, welche verglichen zu der Bande bei etwa 223 nm weniger stark 
ausgeprägt ist. Zu beachten ist, dass die OCD-Spektroskopie lediglich globale Informationen 
über die Orientierung eines α-helikalen Peptids in der Membran liefert und daher bei Vorliegen 
verschiedener Orientierungen ein Mischspektrum erhalten wird. Ein in der Membran geneigtes 
Peptid würde daher dasselbe Spektrum liefern wie ein Peptid, welches sowohl insertiert als 
auch auf der Oberfläche lokalisiert ist. Da die 15N-NMR-Messung der TMD2 in POPC 
Membranen zeigte, dass diese sowohl transmembran als auch geflippt vorliegt (siehe Abb. 33), 
ist es sehr wahrscheinlich, dass sich die TMD2 in den hier untersuchten Lipidsystemen analog 
verhält. Die unterschiedlich stark ausgeprägte Bande bei 208 nm in den SROCD-Spektren weist 
darauf hin, dass je nach Lipidsystem der Anteil an insertierter TMD2 unterschiedlich hoch ist 
(Abb. 38B). Überwiegend insertiert scheint die TMD2 in POPE/POPC (7:3) Membranen 
vorzuliegen, da die Bande bei 208 nm einen positiven Wert annimmt (Abb. 38B, hellgrünes 
Spektrum). Je negativer hingegen die Bande bei 208 nm ist, desto höher scheint der Anteil an 
geflippter TMD2 zu sein. Da das beobachtete Flippen der TMD2 vermutlich auf das 
Austrocknen der Probe zurückzuführen ist und die Lipide in den fluoreszenzbasierten 
Experimenten vollständig hydratisiert vorliegen, nimmt die TMD2 vermutlich größtenteils eine 





Abbildung 38: SRCD- und SROCD-Spektren der TMD2 in Lipidsystemen mit unterschiedlichen Lipidkopfgruppen 
(A) Die TMD2 wurde in Lipidvesikeln in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 rekonstituiert. Die Messungen 
wurden bei 22°C beziehungsweise bei POPE enthaltenen Lipidsystemen bei 35 °C durchgeführt, damit sich die POPE-Lipide 
während der Messung in ihrem flüssigkristallinen Zustand befanden (Tm(POPE) = 25 °C). Die erhaltenen Spektren wurden für 
den besseren Vergleich auf ihr Minimum im Bereich von 222 nm normiert. Die SRCD-Spektren zeigen die charakteristische 
Linienform einer α-Helix auf, mit einer positiven Bande bei 194 nm und zwei negativen Banden bei 209 nm und 222 nm. 
Die SRCD-Messungen der TMD2 in POPE/POPC (7:3) Vesikeln war allerdings nicht möglich, da das Peptid während der 
Probenvorbereitung der SUVs präzipitierte. (B) Die Membranorientierung der TMD2 in den entsprechenden Lipidsystemen 
wurde mittels SROCD-Spektroskopie ermittelt. Hierfür wurde die TMD2 in makroskopisch orientierten Lipiddoppelschichten 
rekonstituiert (P/L = 1:50). Die Messungen erfolgten bei 22 °C beziehungsweise bei POPE enthaltenen Lipidsystemen bei 
25 °C. Die Durchführung der SROCD-Messungen bei 35 °C, entsprechend zu den SRCD-Messungen, war nicht möglich, da 
die auf den Quarzglas-Plättchen aufgetragenen Proben flüssig wurden und eine orientierte Ausrichtung der Lipide nicht 
gewährleistet werden konnte. Die erhaltenen Spektren wurden auf ihr globales Minimum im Bereich von 223 nm normiert. 
Die TMD2 scheint in den Membranen sowohl insertiert als auch geflippt vorzuliegen, wobei der Anteil an geflippter TMD2 
aufgrund der unterschiedlich stark ausgeprägten Bande bei 208 nm in den verschiedenen Lipidsystemen zu variieren scheint.  
Nach der Untersuchung der Sekundärstruktur und der Membranorientierung der TMD2 wurde 
zunächst der lochbildende Charakter in POPE/POPG/TOCL (72:23:5) LUVs, dessen 
Zusammensetzung an die innere E. coli Membran angelehnt ist40,41, untersucht. Bei niedrigen 
Peptidkonzentrationen hat die TMD2 kaum Löcher in der Membran ausgebildet (Abb. 39, 
hellgraue Balken). Erst bei hohen Peptidkonzentrationen (P/L = 1:66) ist ein deutliches 
Leakage erkennbar, wobei letztendlich nahezu alle Moleküle aus den Vesikeln entwichen sind 
(P/L = 1:50). Inwieweit nun die negativ geladene Lipidkopfgruppe von POPG die durch die 
TMD2 induzierte Lochbildung beeinflusst, wurde zunächst im Lipidgemisch POPC/POPG 
(7:3) untersucht. Die ANTS/DPX-Leakage-Messungen zeigen, dass gerade bei niedrigen 
Peptidkonzentrationen das Ausströmen der Fluorophore und Quencher durch das 
Vorhandensein der negativen Lipidkopfgruppe in den LUVs deutlich reduziert wird (Abb. 39, 
türkisene Balken), verglichen zu den Messungen in POPC Vesikeln (Abb. 39, dunkelgrüne 




Leakage in POPC/POPG (7:3) LUVs induziert (Abb. 39, türkisene Balken), wohingegen in 
POPC mit 94 % Leakage bereits nahezu alle Fluorophore und Quencher aus den Vesikeln 
entwichen sind (Abb. 39, dunkelgrüne Balken). Bei höheren Peptidkonzentrationen scheint die 
negativ geladene Lipidkopfgruppe allerdings keinen großen Einfluss mehr auf das durch die 
TMD2 induzierte Leakage zu nehmen und es sind nahezu alle Moleküle aus den LUVs 
herausgeströmt (Abb. 39, türkisene Balken). Durch die Verwendung von POPE wurde 
untersucht, ob die gezielte Veränderung der spontanen Krümmung einer Lipiddoppelschicht 
auf die durch die TMD2 hervorgerufene Lochbildung einwirkt. Die Leakage-Messungen der 
TMD2 in POPE/POPC (7:3) LUVs zeigen, dass PE-Lipide die Tendenz des Ausströmens der 
Fluorophore und Quencher erhöhen (Abb. 39, hellgrüne Balken). Dies wird besonders deutlich 
bei der Betrachtung der Proben mit niedriger Peptidkonzentration (P/L = 1:400), da sich hier 
das Leakage mehr als verdoppelt, verglichen zu dem in POPC LUVs (Abb. 39, dunkelgrüne 
Balken). Mit steigender Peptidkonzentration ähnelt die Tendenz des Ausströmens in 
POPE/POPC (7:3) LUVs der in POPC Vesikeln. Hingegen wird bei der Mischung von POPE 
mit dem negativ geladenen POPG (7:3) bei niedrigen Peptidkonzentrationen kaum ein Leakage 
induziert (Abb. 39, blaue Balken) und das Lochbildungsverhalten der TMD2 ähnelt dem in 
POPC/POPG (7:3) LUVs (Abb. 39, türkisene Balken). Erst bei einem molaren Peptid- zu 
Lipidverhältnis von 1 zu 100 ist in POPE/POPG (7:3) mit 67 % Leakage ein beträchtlicher 
Anstieg der entweichenden ANTS- und DPX-Moleküle zu erkennen und mit weiter steigender 
TMD2 Konzentration sind letztendlich nahezu alle Moleküle aus den LUVs herausgeströmt 
(Abb. 39, blaue Balken). Zusammenfassend wird das durch die TMD2 induzierte Leakage 
durch die negative Ladung der PG-Lipidkopfgruppe verringert, wohingegen das am häufigsten 
in der inneren Membran von E. coli vorkommende POPE40,41, welches eine negative 





Abbildung 39: Einfluss unterschiedlicher Lipidkopfgruppen auf das durch die TMD2 induzierte Leakage 
Die TMD2 wurde in verschiedenen Lipidsystemen in unterschiedlichen molaren Peptid- zu Lipidverhältnissen (P/L) 
rekonstituiert. Durchgeführt wurden die ANTS/DPX-Leakage-Messungen bei 22 °C beziehungsweise bei POPE enthaltenen 
LUVs bei 35 °C. Die Mittelwerte der Leakage-Werte nach 900 s aus zwei beziehungsweise drei unabhängigen Messreihen und 
deren Standardabweichung sind aufgetragen. Für den besseren Vergleich sind die ANTS/DPX-Leakage-Ergebnisse der TMD2 
in POPC LUVs130 erneut gezeigt (dunkelgrüne Balken). In der an die innere Membran von E. coli Bakterien angelehnten 
Lipidzusammensetzung (POPE/POPG/TOCL) erfolgt bei niedrigen Peptidkonzentrationen kein nennenswertes Leakage, erst 
durch die weiter steigende Konzentration der TMD2 (P/L = 1:66) konnte ein Auslaufen detektiert werden. Im Allgemeinen 
wird die Lochbildung der TMD2 durch PE-Lipide begünstigt, wohingegen die negative Ladung der PG-Kopfgruppe die 
Tendenz des Ausströmens verringert.  
Nachdem der Einfluss unterschiedlicher Lipidkopfgruppenstrukturen auf das durch die TMD2 
induzierte Leakage ermittelt wurde, sollten ANTS/DPX-Leakage-Messungen in Lipiden mit 
unterschiedlicher hydrophober Dicke durchgeführt werden. Die α-helikale Faltung der TMD2 
in den Lipiden mit einfach ungesättigten Lipidacylketten konnte bereits bestätigt werden (siehe 
Abb. 23). Die Membranorientierung der TMD2 in den Lipiden mit einfach ungesättigten 
Acylketten wird sowohl durch die hydrophobe Dicke Membran als auch durch den 
Sättigungsgrad der Lipidacylketten beeinflusst. Um einen hydrophoben mismatch zu 
vermeiden, passt sich die insertierte TMD2 durch Neigung der hydrophoben Dicke der 
Membran an. Allerdings ist in diesen Lipiden die TMD2 auch auf der Membranoberfläche 
lokalisiert, wobei mit steigender hydrophober Dicke der Membran der Anteil an geflippter 
TMD2 zunimmt (siehe Kapitel 3.1.3.1.). Vermutlich ist das beobachtete Flippen darauf 
zurückzuführen, dass lediglich ein TMD2 Fragment untersucht wurde und nicht das Pinholin 
Gesamtkonstrukt, welches die TMD2 in der Membran halten würde. Zudem konnte bereits 
gezeigt werden, dass das Flippen der TMD2 durch das Austrocknen begünstigt wird. Da sich 
die Lipide in den ANTS/DPX-Leakage-Messungen, im Gegensatz zu den SROCD- und 




anzunehmen, dass sich das Gleichgewicht zwischen insertierter und geflippter TMD2 in den 
fluoreszenzbasierten Experimenten in Richtung insertierter TMD2 verschiebt und diese daher 
überwiegend transmembran vorliegt. Der Einfluss der hydrophoben Membrandicke auf das 
durch die TMD2 induzierte Leakage ist in Abbildung 40 gezeigt. Allgemein lässt sich der Trend 
erkennen, dass mit steigender hydrophober Dicke das durch die TMD2 induzierte Leakage 
zunimmt. Eine Ausnahme stellt das Leakage in den extrem dicken DErPC 
Lipiddoppelschichten (Abb. 40, lila Balken) dar, da hier bei niedrigen TMD2 Konzentrationen 
weniger Leakage induziert wurde, verglichen zu dem Leakage in den dünneren DEiPC 
(Abb. 40, petrolfarbene Balken) und DOPC (Abb. 40, gelbe Balken) Membranen. Bei hohen 
Peptidkonzentrationen sind letztendlich dennoch fast alle eingeschlossenen Moleküle aus den 
DErPC LUVs entwichen.  
 
Abbildung 40: Einfluss der hydrophoben Dicke der Membran auf das durch die TMD2 induzierte Leakage 
Die TMD2 wurde in Lipiden mit einfach ungesättigten Acylketten mit unterschiedlicher Kettenlänge in verschiedenen molaren 
Peptid- zu Lipidverhältnissen (P/L) rekonstituiert. Die hydrophoben Dicken dc der Membranen sind jeweils angegeben122. 
Die ANTS/DPX-Messungen wurden bei 22 °C durchgeführt. Die Mittelwerte der Leakage-Werte nach 900 s aus zwei 
beziehungsweise drei unabhängigen Messreihen und deren Standardabweichung sind aufgetragen. Je dicker die 
Lipiddoppelschichten sind, desto stärker nimmt das durch die TMD2 induzierte Leakage zu. Lediglich die Leakage-Daten der 
TMD2 in den extrem dicken Membranen aus DErPC (lila Balken) folgen nicht mehr diesem Trend, da ein verringertes Leakage, 
verglichen zu dem in den dünneren Membranen aus DEiPC (petrolfarbene Balken) und DOPC (gelbe Balken), erkennbar ist.  
 
3.1.4.2 Einfluss des Glycin-Zipper Motivs der TMD2 auf die Lochbildung 
Die Strukturanalyse der TMD2 in makroskopisch orientierten DMPC Doppelschichten zeigte 
bereits, dass ein erweitertes Glycin-Zipper Motiv auf der TMD2 für laterale Helix-Helix 




als bekannte Dimerisierungsmotive110,111. Bei dem von T. PANG et al. postulierten 
Mechanismus der Lochbildung steht solch ein Glycin-Zipper Motiv auf der TMD2 im Fokus. 
Nachdem die TMD1 aus der Membran geflippt ist, sollen die nun aktiven Pinholin-Dimere 
homotypisch über ihr Glycin-Zipper Motiv G40xxxS44xxxG48 auf der TMD2 miteinander 
wechselwirken. Durch den Wechsel dieser homotypischen Interaktionen zu heterotypischen 
soll letztendlich die Umlagerung der Oligomere zu einem heptameren Loch ermöglicht 
werden66,67,101. Bei Betrachtung des in Abbildung 41 dargestellten helical mesh der TMD2 ist 
neben dem bereits erwähnten Glycin Zipper Motiv G40xxxS44xxxG48 (rot umrandet) ein 
weiteres Glycin (G43), welches sich in unmittelbarer Nähe befindet, erkennbar.  
 
Abbildung 41: Helical mesh der TMD2 des Pinholins S2168  
Der hydrophile Streifen der TMD2 des Pinholins weist ein erweitertes rechtsgängiges Glycin-Zipper Motiv (G40xxxS44xxxG48) 
auf (rot umrandet), wobei sich in unmittelbarer Nähe ein weiteres Glycin (G43) befindet. Dieses mögliche Interaktionsmotiv 
der TMD2 ist grau umrandet. Erstellt wurde das helical mesh mittels der Protein-ORIGAMI-Webanwendung115, wobei die 
hydrophoben Aminosäuren gelb markiert sind, die polaren Aminosäuren blau und Glycine sind in grün dargestellt.  
Zur Untersuchung dieses Interaktionsmotivs der TMD2 wurden unterschiedliche Mutanten 
mittels automatisierter Festphasenpeptidsynthese synthetisiert, welche in Tabelle 3 aufgelistet 
sind. Die Aminosäuren G40, G43, S44 und G48 wurden gegen Alanin substituiert, da so die 
Hydrophobizität der TMD2 nur geringfügig verändert wurde. Ausgehend von diesen Mutanten 
sollte untersucht werden, ob ein Glycin-Zipper Motiv auf der TMD2 für die Interaktionen der 
Helices während der Lochbildung verantwortlich ist. Sofern dieses Motiv tatsächlich den 
Prozess der Lochbildung beeinflusst, sollte dies zu einem verringerten Ausströmen der ANTS-
Fluorophore und DPX-Quencher bei den Leakage-Experimenten führen und somit ein 






Tabelle 3: Übersicht der verschiedenen Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 
Die verschiedenen Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 wurden mittels automatisierter Festphasenpeptidsynthese von 
Dr. Parvesh Wadhwani, Andrea Eisele und Kerstin Scheubeck (KIT, IBG2) hergestellt und die Aufreinigung erfolgte mittels 
HPLC. Die entsprechenden Mutationen sind in der Aminosäuresequenz rot markiert.  
Peptid  Sequenz 
TMD2 G40AG43AS44AG48A WAAIAVLAALVLAFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
TMD2 G40AG43AG48A WAAIAVLASLVLAFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
TMD2 G40AS44AG48A WAAIAVLGALVLAFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
TMD2 G40AG43A WAAIAVLASLVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
TMD2 G40AG48A WAAIAVLGSLVLAFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
TMD2 G40A WAAIAVLGSLVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
TMD2 G43A WAAIGVLASLVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
TMD2 S44A WAAIGVLGALVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
TMD2 G48A WAAIGVLGSLVLAFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
Vor der funktionellen Untersuchung der verschiedenen Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 
wurde zunächst deren Faltung mittels SRCD-Spektroskopie überprüft. Hierfür wurden die 
verschiedenen Mutanten der TMD2 in POPC Vesikeln rekonstituiert (P/L = 1:50). Für einen 
besseren qualitativen Vergleich wurden die erhaltenen SRCD-Spektren auf ihr Minimum im 
Bereich von 223 nm normiert. Alle SRCD-Spektren weisen eine typische α-helikale 
Sekundärstruktur mit einer positiven Bande bei 194 nm und zwei negativen Banden bei 209 nm 
und 223 nm auf (Abb. 42A). Anhand der ermittelten α-helikalen Faltung der verschiedenen 
Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 konnte sichergestellt werden, dass die eingefügten 






Abbildung 42: SRCD- und SROCD-Spektren der verschiedenen Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 in POPC  
(A) Für die SRCD-Messungen wurden die Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 in POPC Vesikeln rekonstituiert (P/L = 1:50). 
Die Messungen wurden bei 22 °C durchgeführt und die erhaltenen SRCD-Spektren wurden auf ihr Minimum im Bereich von 
223 nm normiert. Die SRCD-Spektren aller Mutanten weisen die für α-Helices charakteristische Linienform auf, mit einer 
positiven Bande bei 194 nm und zwei negativen Banden bei 209 nm und 223 nm. (B) Für die SROCD-Messungen wurden die 
Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 in makroskopisch orientierten POPC Doppelschichten rekonstituiert (P/L = 1:50). 
Die Messungen wurden bei einer Temperatur von 22 °C durchgeführt und die erhaltenen Spektren wurden jeweils auf ihr 
globales Minimum normiert. In POPC Membranen sind die verschiedenen Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 aufrecht in der 
Membran insertiert, da die Bande bei 208 nm nicht vorhanden ist. Zudem liegt die positive Bande der SROCD-Spektren bei 
197 nm und die negative Bande bei 227 nm, welche somit zu längeren Wellenlängen hin verschoben sind. Die TMD2 G43A 
(dunkelblaues Spektrum) und die TMD2 G48A (pinkes Spektrum) sind größtenteils in der Membran insertiert, wobei ein 
geringer Anteil geflippt vorliegt, da ihre Bande bei 208 nm gerade negativ ist beziehungsweise einen Wert von etwa null 
annimmt. Die veränderte Hydrophobizität durch die Mutationen scheint somit die TMD2 in der Membran zu verankern und 
ein Flippen zu verhindern.   
Nach erfolgter Überprüfung der α-helikalen Faltung der verschiedenen Glycin-Zipper 
Mutanten der TMD2 wurde mittels SROCD-Spektroskopie deren Orientierung in Membranen 
ermittelt. Hierfür wurden die Mutanten in makroskopisch orientierten Lipiddoppelschichten aus 
POPC in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 rekonstituiert. Zum qualitativen 
Vergleich der Orientierung wurden die erhaltenen Spektren jeweils auf ihr globales Minimum 
normiert. Da die 15N-NMR-Messung des TMD2 Wildtyps in POPC Membranen zeigte, dass 
die TMD2 größtenteils insertiert ist und nur ein geringer Anteil geflippt ist (siehe Abb. 33), ist 
zu erwarten, dass sich die Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 analog verhalten. Da die OCD-
Spektroskopie allerdings nur globale Informationen über die Orientierung α-helikaler Peptide 
in der Membran liefert, wird bei gleichzeitigen Vorliegen verschiedener Orientierungen ein 
Mischspektrum erhalten. Demnach würde ein Peptid, welches sowohl insertiert als auch 
geflippt vorliegt ein OCD-Spektrum einer geneigten Helix in der Membran liefern. Die Glycin-
Zipper Mutanten TMD2 G43A (Abb. 42B, dunkelblaues Spektrum) und TMD2 G48A 




nur sehr schwach ausgeprägt ist. Demnach nehmen die beiden TMD2 Mutanten in POPC 
Membranen eine größtenteils transmembrane Orientierung ein und nur ein geringer Anteil ist 
auf der Oberfläche lokalisiert. Hingegen ist bei allen anderen Glycin-Zipper Mutanten der 
TMD2 die charakteristische Bande bei 208 nm in den SROCD-Spektren nicht vorhanden 
(Abb. 42B). Zudem sind die Banden, verglichen zu dem isotropen CD-Signal, zu längeren 
Wellenlängen verschoben, da die positive Bande bei 197 nm und die negative Bande bei 
227 nm liegt. Folglich nehmen diese Glycin-Zipper Mutanten eine rein transmembrane 
Orientierung ein. Die leicht geänderte Hydrophobizität durch die mehrfache Substitution der 
Glycine beziehungsweise des Serins zu Alanin scheint somit die Helix in der Membran zu 
halten und ein Flippen auf die Oberfläche zu unterdrücken. Sofern lediglich ein Glycin zu 
Alanin mutiert wurde, wird die Hydrophobizität der TMD2 nicht stark verändert, weshalb sich 
die TMD2 Mutanten G43A (Abb. 42B, dunkelblaues Spektrum) und G48A (Abb. 42B, pinkes 
Spektrum) analog wie der TMD2 Wildtyp verhalten und aus der Membran flippen. Da bei der 
TMD2 Mutante G40A ebenfalls nur ein Glycin mutiert wurde, sollte sich diese eigentlich analog 
verhalten, allerdings nimmt die Mutante nur eine transmembrane Orientierung ein und flippt 
nicht aus der Membran (Abb. 42B, hellgrünes Spektrum). Bei der TMD2 Mutante S44A wurde 
zwar ebenfalls nur eine Aminosäure mutiert, allerdings wurde in diesem Fall die 
Hydrophobizität stärker verändert, weshalb die Mutante fest in der Membran verankert wird 
(Abb. 42, braunes Spektrum). Da es sich bei dem beobachteten Flippen der TMD2 vermutlich 
um ein Artefakt handelt, hervorgerufen durch die Verwendung eines TMD2 Fragments und 
dem Austrocknen der Proben, erweist sich der Effekt der Verankerung der TMD2 in der 
Membran, hervorgerufen durch die veränderte Hydrophobizität, als vorteilhaft.   
Zur Untersuchung der Rolle des Glycin-Zipper Motivs auf der TMD2 während der Lochbildung 
wurden entsprechende ANTS/DPX-Leakage-Messungen durchgeführt. Hierfür wurden die 
verschiedenen Glycin-Zipper Mutanten jeweils in POPC LUVs in verschiedenen Peptid- zu 
Lipidverhältnissen rekonstituiert. Sofern ein Glycin-Zipper Motiv die Lochbildung beeinflusst, 
sollte dies durch eine verminderte Tendenz der Lochbildung ersichtlich sein. 
Zunächst wurde die TMD2 Mutante betrachtet, bei welcher das Glycin-Zipper Motiv 
(G40xxxS44xxxG48) sowie das benachbarte Glycin (G43) deletiert wurden (TMD2 
G40AG43AS44AG48A). Entsprechend den Erwartungen zeigen die Leakage Messungen ein sehr 
stark vermindertes Entweichen der eingeschlossenen ANTS- und DPX-Moleküle (Abb. 43, 
hellblaue Balken). Selbst bei hoher Peptidkonzentration (P/L = 1:50) sind bei dieser Mutante 




dazu induziert der TMD2 Wildtyp bereits bei einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 
1 zu 150 annähernd 100 % Leakage (Abb. 43, dunkelgrüne Balken). Demnach scheint das 
Glycin-Zipper Motiv in Kombination mit dem direkt benachbarten G43 eine entscheidende 
Rolle während der Lochbildung einzunehmen.   
 
Abbildung 43: ANTS/DPX-Leakage-Messungen der TMD2 G40AG43AS44AG48A in POPC  
Die TMD2 G40AG43AS44AG48A wurde in verschiedenen molaren Peptid- zu Lipidverhältnissen in POPC Vesikeln 
rekonstituiert und die Messungen wurden bei 22 °C durchgeführt. Für den besseren Vergleich sind die Leakage-Daten des 
TMD2 Wildtyps130 (dunkelgrüne Balken) ebenfalls gezeigt. Die Mittelwerte der Leakage-Werte nach 900 s aus drei 
beziehungsweise zwei unabhängigen Messreihen sowie die entsprechenden Standardabweichungen sind angegeben. 
Die TMD2 G40AG43AS44AG48A (hellblaue Balken) hemmt die Lochbildung erheblich. Dieses Motiv hat somit einen großen 
Einfluss auf die Ausbildung der Löcher in der Membran. 
Zur Untersuchung, welchen Einfluss die einzelnen Aminosäuren dieses Interaktionsmotivs auf 
die Lochbildung haben, wurden Leakage-Messungen von TMD2 Mutanten durchgeführt, bei 
denen jeweils nur eine Aminosäure zu Alanin mutiert wurde (Abb. 44). Dem zentralen polaren 
Serin S44 des Glycin-Zipper Motivs schrieben bereits T. PANG et al. eine entscheidende Rolle 
zu, da durch dessen Mutation zu Cystein die Lyse in lebenden Zellen vollständig gehemmt 
wurde66. Durch die Mutation des Serins zu Alanin (TMD2 S44A) sollten mögliche polare 
Interaktionen sowie Wasserstoffbrückenbindungen im Inneren der hydrophoben Doppelschicht 
gehemmt werden. Die ANTS/DPX-Leakage Messungen der TMD2 S44A zeigen, dass gerade 
bei niedrigen Peptidkonzentrationen kein signifikantes Leakage induziert wird (Abb. 44, 
braune Balken)130. Die Lochbildung wird somit sehr stark durch diese Mutation beeinflusst und 
dies sogar bei einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 400 in demselben Ausmaß 
wie von der TMD2 G40AG43AS44AG48A (Abb. 43, hellblaue Balken). Erst durch die steigende 
Konzentration der TMD2 Mutante S44A ist eine höhere Lochbildungstendenz erkennbar und 
bei sehr hohen Peptidkonzentrationen (P/L = 1:50) sind dann sogar wieder mehr als 60 % der 
ANTS- und DPX-Moleküle aus den POPC LUVs entwichen (Abb. 44, braune Balken)130.  
Auch die TMD2 G40A beeinflusst zunächst bei niedrigen Peptidkonzentrationen die 




Hingegen sind ab einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 66 nahezu alle 
Fluorophor- und Quencher-Moleküle aus den Vesikeln entwichen. Demnach hemmt die TMD2 
G40A die Ausbildung der Löcher nicht so stark wie die TMD2 S44A. Die dritte Aminosäure des 
Glycin-Zipper Motivs (G48) scheint hingegen keinen großen Einfluss auf die Lochbildung zu 
haben. Zwar induziert die TMD2 G48A zunächst bei niedrigen Peptidkonzentration nur ein 
geringes Leakage (Abb. 44, pinke Balken), allerdings unterdrücken die TMD2 G40A (Abb. 44, 
hellgrüne Balken) und die TMD2 S44A (Abb. 44, braune Balken) die Ausbildung der Löcher in 
einem stärkeren Ausmaß. Bereits bei einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 100 
sind bei der TMD2 G48A Mutante nahezu alle Fluorophore aus den Vesikeln entwichen 
(Abb. 44, pinke Balken) und das induzierte Leakage entspricht dem des TMD2 Wildtyps 
(Abb. 44, dunkelgrüne Balken).  
Neben dem Glycin-Zipper Motiv der TMD2 befindet sich in unmittelbarer Nähe ein weiteres 
Glycin, das G43. Da durch dessen Mutation ebenfalls das Leakage abgeschwächt wurde 
(Abb. 44, dunkelblaue Balken), scheint offensichtlich dieses zusätzliche Glycin auch an der 
Ausbildung der Löcher in der Membran beteiligt zu sein. Die TMD2 G43A unterdrückt zwar 
die Ausbildung der Löcher in den POPC LUVs nicht so stark wie die beiden Mutanten TMD2 
G40A (Abb. 44, hellgrüne Balken) und TMD2 S44A (Abb. 44, braune Balken), aber dennoch 
werden bei sehr niedrigen Peptidkonzentrationen (P/L = 1:400) nur etwa 7 % Leakage 
induziert. Ab einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis der TMD2 G43A von 1 zu 100 sind 
dann letztendlich nahezu alle Fluorophore aus den Vesikeln entwichen (Abb. 44, dunkelblaue 
Balken) und das induzierte Leakage gleicht dem des TMD2 Wildtyps (Abb. 44, dunkelgrüne 
Balken).  
Generell zeigen die ANTS/DPX-Leakage-Messungen der vier verschiedenen Glycin-Zipper 
Mutanten der TMD2, dass das polare Serin die Lochbildung am stärksten beeinflusst. Demnach 
scheint die zentrale Aminosäure des Glycin-Zipper Motivs eine entscheidende Rolle während 
der Ausbildung der Löcher in der Membran einzunehmen. Zudem scheint das dem Glycin-
Zipper Motiv benachbarte G43 wichtig bei der Lochbildung zu sein, wohingegen das G48, 






Abbildung 44: ANTS/DPX-Leakage Messungen von Einfachmutanten der TMD2  
Die TMD2 Einfachmutanten, deren Mutationen das mögliche Interaktionsmotiv der TMD2 betreffen, wurden in verschiedenen 
molaren Peptid- zu Lipidverhältnissen (P/L) in POPC Vesikeln rekonstituiert und die Messungen wurden bei 22 °C 
durchgeführt. Für den besseren Vergleich sind die Leakage-Daten des TMD2 Wildtyps130 (dunkelgrüne Balken) ebenfalls 
dargestellt. Die Mittelwerte der Leakage-Werte nach 900 s aus zwei unabhängigen Messreihen sowie die entsprechenden 
Standardabweichungen sind angegeben. Das zentrale polare Serin scheint eine entscheidende Rolle während der Ausbildung 
der Löcher einzunehmen130, da die TMD2 S44A Mutante die Lochbildung am stärksten hemmt (braune Balken). 
Durch die Mutation der beiden direkt nebeneinanderliegenden Glycine (G40, G43) zu Alanin 
wird die Lochbildung zunächst bei niedrigen Peptidkonzentrationen deutlich gehemmt und bei 
einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 sind letztendlich nahezu alle Fluorophore 
aus den Vesikeln entwichen (Abb. 45, orangene Balken). Hingegen wird die Ausbildung der 
Löcher im Vergleich zu der TMD2 G40AG43A (Abb. 45, orangene Balken) durch die Mutation 
der beiden flankierenden Glycine (G40, G48) des Glycin-Zipper Motivs stärker gehemmt 
(Abb. 45, türkisene Balken). Die TMD2 G40AG48A induziert bei hoher Peptidkonzentration 
(P/L = 1:50) sogar nur lediglich 40 % Leakage.  
Bei der Mutante TMD2 G40AG43AG48A wurden alle drei Glycine deletiert und deren 
ANTS/DPX-Leakage-Messungen zeigen, dass die Lochbildung durch die dreifach-Mutation 
nochmals stärker negativ beeinflusst wird, da bei sehr hoher Konzentration der Mutante 
(P/L = 1:50) nur ein Leakage von 35 % erfolgt (Abb. 45, rote Balken). Die TMD2 Mutante 
G40AS44AG48A, bei welcher nur das Glycin-Zipper Motiv zerstört wurde, hemmt das 
Ausströmen aus den in den Vesikeln eingeschlossenen Fluorophoren und Quenchern erheblich 
(Abb. 45, lila Balken)130. Selbst bei einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 
induziert die Mutante weniger als 9 % Leakage und hemmt somit in demselben Ausmaß die 
Lochbildung wie die TMD2 G40AG43AS44AG48A, bei der neben dem Glycin-Zipper Motiv auch 





Abbildung 45: ANTS/DPX-Leakage-Messungen verschiedener Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 in POPC LUVs 
Die Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 wurden in verschiedenen molaren Peptid- zu Lipidverhältnissen (P/L) in POPC 
Vesikeln rekonstituiert und die Messungen wurden bei 22 °C durchgeführt. Für den besseren Vergleich sind die Leakage-Daten 
des TMD2 Wildtyps130 (dunkelgrüne Balken) ebenfalls dargestellt. Die Mittelwerte der Leakage-Werte nach 900 s aus zwei 
beziehungsweise drei unabhängigen Messreihen und deren Standardabweichung sind aufgetragen. Die TMD2 G40AS44AG48A 
(lila Balken) hemmt die Ausbildung der Löcher am stärksten, demnach nimmt das Glycin-Zipper Motiv (G40xxxS44xxxG48) 
eine entscheidende Rolle bei den Interaktionen zwischen den Helices ein130.  
Die große Bedeutung des Glycin-Zippers (G40xxxS44xxxG48) während der Lochbildung konnte 
mit diesem fluoreszenzbasierten Funktionstest somit erstmalig bestätigt werden. Des Weiteren 
konnte gezeigt werden, dass gerade das zentrale polare Serin (S44) des Glycin-Zipper Motivs 
bedeutend für die Interaktion zwischen den Helices ist. Zudem scheint auch das dem Glycin-
Zipper Motiv benachbarte G43 eine entscheidende Rolle einzunehmen. 
 
3.1.4.3 Untersuchung der Größe des durch die TMD2 gebildeten Lochs 
Nachdem erstmalig mit einer biophysikalischen Methode der lochbildende Charakter der 
TMD2 und die Bedeutung des Glycin-Zipper Motivs auf der TMD2 bestätigt wurde, sollte die 
Größe der gebildeten Löcher näher betrachtet werden. Das hierfür verwendete modifizierte 
Leakage-Experiment basiert auf unterschiedlich großen, in Vesikeln eingeschlossenen 
Fluorescein-Derivaten, deren Fluoreszenz durch einen von außen zugegebenen Anti-
Fluorescein-Antikörper gelöscht wird, sofern ein Leakage erfolgt150,151. Der kleinste hierfür 
verwendete Fluoreszenzfarbstoff ist das 6-Carboxyfluorescein (CF) mit einem 
Molekulargewicht von 0,376 kDa (Abb. 46A). Bei den größeren Fluorophoren handelt es sich 
um an Fluorescein-isothiocyanat gekoppelte Dextrane (FITC-Dextrane, FDs) mit 





Abbildung 46: Struktur der verwendeten Fluorescein-Fluorophore 
(A) Das 6-Carboxyfluorescein ist der kleinste verwendete Fluoreszenzfarbstoff. (B) An das gezeigte Fluorescein-isothiocyanat 
sind Dextrane (R) unterschiedlicher Größe gekoppelt. 
Zuvor durchgeführte ANTS/DPX-Leakage-Messungen der TMD2 in POPC LUVs konnten 
zeigen, dass die TMD2 in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 100 bereits starkes 
Leakage (> 90 %) induziert, weshalb für die Fluorescein-Leakage Messungen dieses Verhältnis 
gewählt wurde. Der schematische Ablauf der Fluorescein-Leakage-Messungen ist in 
Abbildung 47 dargestellt. Die Herstellung der LUVs erfolgt durch Cosolubilisierung der TMD2 
mit den Lipiden in organischen Lösungsmitteln in Gegenwart eines Fluorescein-Derivats. 
Zunächst befinden sich daher die Fluorophore außerhalb und innerhalb der Vesikel. Damit ein 
Leakage beobachtet werden kann, müssen die sich außerhalb der Vesikel befindlichen 
Fluorophore entfernt werden. Hierfür werden die LUVs auf eine Gelfiltrationssäule 
aufgetragen. Da die TMD2 bereits in den Vesikeln rekonstituiert ist, startet zu diesem 
Zeitpunkt, analog wie bei den ANTS/DPX-Leakage-Experimenten, das Ausströmen der 
Fluorophore aus den durch die TMD2 gebildeten Löchern. Das Anfangssignal der Fluoreszenz 
der in den Vesikeln eingeschlossenen Fluorescein-Derivate kann daher nicht detektiert werden 
und muss abgeschätzt werden (gestrichelte Linie). Sofern lediglich geringes Leakage 
beobachtet wird, kann durch einen linearen Fit des gemessenen Fluoreszenzsignals die 
anfängliche Fluoreszenz ermittelt werden. Bei schnellem Ausströmen der Fluorophore aus den 
Vesikeln wird die Anfangsfluoreszenz unter Verwendung einer Probe ohne Peptid, bei der kein 
Leakage erfolgt, bestimmt. Eine detaillierte Erläuterung der Bestimmung der 
Anfangsfluoreszenz kann den Methoden (Kapitel 7.3.2.) entnommen werden. Nachdem die 
außerhalb der Vesikel lokalisierten Fluorophore mittels Gelfiltration entfernt wurden, erfolgt 
die Zugabe eines Anti-Fluorescein-Antikörpers. Falls nun die gebildeten Löcher groß genug für 
die eingeschlossenen Fluorophore sind, können diese aus den LUVs entweichen und deren 
Fluoreszenz wird durch den außerhalb befindlichen Antikörper, dem es bedingt durch seine 
Größe nicht möglich ist in die Vesikel zu gelangen, gelöscht. Die daraus resultierende Abnahme 




Detergenz Triton X-100 erfolgt die vollständige Solubilsierung der Vesikel und die Fluoreszenz 
des in der Probe vorhandenen Fluoresceins wird gelöscht.  
 
Abbildung 47: Schematischer Ablauf der Fluorescein-Leakage-Messungen 
Die Fluorescein-Leakage-Messungen basieren auf unterschiedlich großen, in Vesikeln eingeschlossenen Fluorescein-
Derivaten, deren Fluoreszenz durch einen von außen zugegebenen Anti-Fluorescein-Antikörper gelöscht wird, sofern die 
gebildeten Löcher für die Fluorophore groß genug sind150,151. Die TMD2 (gelb) wird in LUVs in Gegenwart eines Fluorescein-
Derivats (grün) rekonstituiert. Die Fluorophore befinden sich zunächst sowohl innerhalb als auch außerhalb der Vesikel. 
Zur Entfernung der nicht eingeschlossenen Fluorophore werden die Proben auf eine Gelfiltrationssäule aufgetragen. Da die 
TMD2 bereits vollständig aktiv eingelagert vorliegt und bereits Löcher ausgebildet hat, entweichen die Fluorophore teilweise 
schon auf der Säule aus den Vesikeln. Während dieser Zeitspanne kann jedoch die Fluoreszenz des Fluoresceins nicht detektiert 
werden, weshalb die Fluoreszenz zu Beginn ermittelt werden muss (gestrichelte Linie). Nachdem die im Außenmedium 
befindlichen Fluorescein-Derivate entfernt wurden, wird der Anti-Fluorescein-Antikörper (Y-förmig, hellgrau) hinzugefügt. 
Bei Freisetzung der eingeschlossenen Fluorophore aus den LUVs wird deren Fluoreszenz durch den Antikörper gequencht und 
eine Abnahme der Fluoreszenz ist detektierbar (dunkelgraue Kreise). Nach 2500 s wird das Detergenz Triton X-100 (rot) zur 
vollständigen Solubilsierung der Vesikel hinzugegeben (Abbildung verändert entnommen aus L. M. E. STEGER et al.130).  
Zur Untersuchung der Größe des gebildeten Lochs wurden verschiedene Vesikelproben 
hergestellt, in denen jeweils ein anderer Fluorophor eingeschlossen wurde. Die hierfür 
verwendeten Fluorescein-Derivate unterscheiden sich bezogen auf ihre Größe. 
Die entsprechenden hydrodynamischen Radien der verwendeten Fluorophore können Tabelle 








Tabelle 4: Übersicht der verwendeten Fluorescein-Derivate 
Für die Bestimmung der Größe des durch die TMD2 gebildeten Lochs wurden Fluorescein-Derivate unterschiedlicher Größe 
verwendet. Das entsprechende Molekulargewicht und die Stokes-Radien sind angegeben. 
 Molekül Molekulargewicht [kDa] Stokes-Radius [nm]152,153 
CF 0,376 0,63 
FD4 ≈ 4 1,4 
FD20 ≈ 20 3,3 
FD40 ≈ 40 4,5 
FD70 ≈ 70 6,0 
In Abbildung 48 ist die zeitliche Abnahme der Fluoreszenz bei 525 nm verschiedener in POPC 
LUVs eingeschlossener Fluorescein-Derivate dargestellt130. Die gestrichelten Linien 
entsprechen den ermittelten Fluoreszenzsignalen während der Gelfiltration. Das in den 
Vesikeln eingeschlossene CF (Abb. 48, blaue Linie) konnte innerhalb der ersten 200 s nahezu 
vollständig aus den Vesikeln herausströmen, da bereits die nach der Gelfiltration detektierte 
Fluoreszenz, im Vergleich zu der Anfangsfluoreszenz der entsprechenden Probe ohne Peptid, 
sehr gering war. Das 4 kDa große FITC-Dextran (FD4, Abb. 48, rote Linie) zeigte einen 
exponentiellen Rückgang der Fluoreszenz auf 50 % innerhalb der ersten 200 s und erreichte am 
Ende der Messung etwa 30 %. Ein Großteil der FD4 Moleküle gelang es demnach aus den 
Vesikeln herauszuströmen, wobei sie die LUVs deutlich langsamer verlassen haben als die 
kleineren CF Moleküle. Alle größeren FDs (FD20, FD40, FD70) zeigten hingegen während der 
gesamten Messzeit nur eine geringfügige Abnahme der Fluoreszenz von weniger als 10 %, 
demnach konnten diese Fluorophore kaum aus den Vesikeln entweichen (Abb. 48, 
lila/grüne/gelbe Linie)130. Die geringfügige Abnahme der Fluoreszenz ist darauf 
zurückzuführen, dass es sich bei Dextranen nicht um kugelförmige Moleküle handelt, sondern 
um Rotationsellipsoide. Solch ein Rotationsellipsoid weist zwei unterschiedlich lange Achsen 
auf, welche als Längsachse und Querachse bezeichnet werden. Demnach können die größeren 
Dextrane gelegentlich aus den Vesikeln entweichen, sofern sie entlang ihrer Längsachse auf 
das gebildete Loch treffen145,154.  
Basierend auf den Fluorescein-Leakage Messungen der TMD2 muss demnach das durch die 
TMD2 gebildete Loch kleiner als der hydrodynamische Radius von FD20 sein, andererseits 
muss es aber groß genug sein, damit das FD4 die LUVs noch recht effektiv verlassen kann. 
Bezogen auf die Stokes-Radien der verschiedenen Fluorescein-Derivaten (Tab. 4)152,153 weist 





Abbildung 48: Fluorescein-Leakage-Messungen der TMD2 in POPC LUVs 
Für die Messungen wurden fünf verschiedene Proben hergestellt, in denen die TMD2 in POPC Vesikeln (P/L = 1:100) mit 
jeweils einem anderen Fluorophor (CF, FD4, FD20, FD40, FD70) rekonstituiert wurde. Durchgeführt wurden die Fluorescein-
Leakage Messungen bei 22 °C. Die zeitliche Abnahme der Fluoreszenz der Fluorescein-Derivate bei 525 nm ist gezeigt, wobei 
der Mittelwert aus zwei Messreihen aufgetragen ist. Die gestrichelten Linien entsprechen der Zeitspanne in der sich die Proben 
zur Entfernung der nicht in den Vesikeln eingeschlossenen Fluorophore auf der Gelfiltrationssäule befanden. Der kleinste 
Fluorophor (CF, blaue Linie) konnte binnen kürzester Zeit aus den Vesikeln entweichen und dessen Fluoreszenz wurde durch 
den im Außenmedium befindlichen Anti-Fluorescein-Antikörper gequencht. Die Fluoreszenz des FD4 (rote Linie) sank auf 
30 % ab, wohingegen alle größeren Fluorophore (FD20, FD40, FD70) nur eine Abnahme der Fluoreszenz um weniger als 10 % 
aufzeigten130 (Abbildung verändert entnommen aus L. M. E. STEGER et al.130). 
Nachdem in POPC LUVs gezeigt werden konnte, dass die TMD2 Löcher mit einer definierten 
Größe ausbildet, wurden die analogen Messungen in DErPC (22:1) LUVs durchgeführt. 
Die Festkörper-15N-NMR-Messungen zeigten, dass die TMD2 in makroskopisch orientierten 
POPC Doppelschichten überwiegend transmembran vorliegt (siehe Abb. 33), wohingegen sie 
in DErPC Membranen ausschließlich auf der Membranoberfläche lokalisiert ist (siehe 
Abb. 28). Da sich die Lipide in den fluoreszenzbasierten Experimenten in einer vollständig 
hydratisierten Umgebung befinden und das beobachtete Flippen vermutlich auf das 
Austrocknen der NMR-Probe zurückzuführen ist, ist anzunehmen, dass sich das Gleichgewicht 
zwischen insertierter und geflippter TMD2 auf die Seite des insertierten Peptids verschiebt. 
Die Fluorescein-Leakage-Messungen in DErPC sollten dennoch Aufschluss darüber geben, ob 
das von der TMD2 in DErPC LUVs induzierte Leakage bei hohen Peptidkonzentrationen 
lediglich auf einer unspezifischen Lochbildung aufgrund der Anhäufung der TMD2 auf der 
Vesikeloberfläche basiert155,156. In diesem Fall würden die verschieden großen Fluorescein-
Derivate gleichermaßen aus den DErPC LUVs entweichen. Um diesen möglichen Effekt noch 
zu verstärken, wurde die TMD2 in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 in 
DErPC LUVs rekonstituiert. Abbildung 49 zeigt, dass die TMD2 auch in DErPC Vesikeln 




Derivate sind aus den DErPC LUVs in gleicher Weise wie aus den POPC LUVs entwichen. 
Das kleine CF strömte binnen weniger Sekunden fast vollständig aus den Vesikeln heraus 
(Abb. 49, blaue Linie) und die Fluoreszenz der FD4-Fluorophore sank auf 30 % ab (Abb. 49, 
rote Linie). Die größeren Fluorescein-Derivate (FD20, FD40, FD70) wurden gleichermaßen 
zurückgehalten und deren Fluoreszenz nahm um weniger als 10 % ab, demnach konnte nur ein 
geringer Anteil der ellipsoidförmigen Dextrane die DErPC Doppelschicht (Abb. 49, 
lila/grüne/gelbe Linie) passieren. Eine unspezifische Lochbildung durch die Anhäufung der 
TMD2 auf der Oberfläche der DErPC Vesikel kann daher ausgeschlossen werden. 
Dieses Ergebnis stützt somit auch die Annahme, dass die TMD2, sofern sich die Lipide in einer 
vollständig hydratisierten Umgebung befinden, eine überwiegend transmembrane Orientierung 
einnimmt und das beobachtete Flippen lediglich auf das Austrocknen der OCD- und 
Festkörper-15N-NMR-Proben zurückzuführen ist. 
 
Abbildung 49: Fluorescein-Leakage-Messungen der TMD2 in DErPC LUVs 
Für die Messungen wurden fünf verschiedene Proben hergestellt, in denen die TMD2 in DErPC Vesikeln (P/L = 1:50) mit 
jeweils einem anderen Fluorophor (CF, FD4, FD20, FD40, FD70) rekonstituiert wurde. Durchgeführt wurden die Messungen 
bei 22 °C. Die zeitliche Abnahme der Fluoreszenz der Fluorescein-Derivate bei 525 nm ist gezeigt, wobei jeweils der Mittelwert 
aus zwei Messreihen aufgetragen ist. Die gestrichelten Linien entsprechen der Zeitspanne in der sich die Proben zur Entfernung 
der nicht in den Vesikeln eingeschlossenen Fluorophore auf der Gelfiltrationssäule befanden. Das CF konnte sehr schnell aus 
den Vesikeln entweichen, da dessen Fluoreszenz fast vollständig gequencht wurde (blaue Linie). Die Fluoreszenz des FD4 
sank auf einen Wert von 30 % ab (rote Linie) und die größeren, an Fluorescein-isothiocyanat gekoppelten Dextrane (FD20, 
FD40, FD70) konnten die gebildeten Löcher der TMD2 nicht passieren.  
 
3.1.4.4 Untersuchung des Oligomerisierungsgrads der TMD2 
Nachdem der lochbildende Charakter der TMD2 erstmalig mittels ANTS/DPX-Leakage-
Messungen bestätigt wurde und die Größe des gebildeten Lochs grob abgeschätzt werden 




Oligomerisierungsgrad der TMD2 im gebildeten Loch näher betrachtet werden. Basierend auf 
ihren molekulardynamischen Simulationen und Crosslink-Experimenten postulieren T. PANG 
et al., dass es sich bei dem aus der TMD2 gebildeten pinhole um ein Heptamer handelt66,101.  
Der Förster-Resonanzenergietransfer beschreibt die strahlungslose Energieübertragung eines 
angeregten Fluorophors (Donor) über elektrische Dipol-Dipol-Wechselwirkungen auf einen 
zweiten Fluorophor (Akzeptor)157,158. Notwendige Bedingung für solch einen Energietransfer 
ist einerseits die spektrale Überlappung des Emissionsspektrums des Donor mit dem 
Absorptionsspektrum des Akzeptors und andererseits müssen sich die beiden Fluorophore in 
räumlicher Nähe befinden159. Die Effizienz des Energietransfers zwischen dem Donor- und 
Akzeptormolekülen ist dabei abhängig von dem sogenannten Förster-Abstand r0 des FRET-
Paares und nimmt mit der sechsten Potenz des Abstands der Fluorophore ab. Der Abstand 
zwischen Akzeptor und Donor, bei welchem eine Energieübertragung von 50 % stattfindet, 
wird als Förster-Abstand r0 bezeichnet
159,160 und liegt bei dem in dieser Arbeit verwendeten 
FRET-Paar Tryptophan-Dansyl bei 21 Å161.  
Für die Untersuchung des Oligomerisierungsgrads der TMD2 mittels FRET-Spektroskopie 
wird die sensibilisierte Emission des Akzeptors Eapp,se gegen den Molenbruch des Donors xD 
aufgetragen162,163. Die detaillierte Beschreibung zur Ermittlung des Oligomerisierungsgrads 
kann den Methoden (Kapitel 7.3.3.) entnommen werden. Als Donorpeptid wurde für die FRET-
Messungen der TMD2 Wildtyp verwendet, da er in seiner natürlichen Sequenz über ein 
fluoreszierendes Tryptophan verfügt. Dansyl diente als Akzeptormolekül, welches N-terminal 
an den TMD2 Wildtyp gekoppelt wurde, wobei das voranstehende Tryptophan entfernt wurde, 
um einen Energietransfer innerhalb des Moleküls zu verhindern (Tab. 5). 
 
Tabelle 5: TMD2 Fragmente für die FRET-Spektroskopie  
Für die FRET-Messungen wurde als Donorpeptid der TMD2 Wildtyp verwendet, da er in seiner natürlichen Sequenz über ein 
fluoreszierendes Tryptophan verfügt (rot markiert). Bei dem verwendeten Akzeptorpeptid wurde das N-terminale Tryptophan 
durch Dansyl substituiert. Die Peptide wurden mittels automatisierter Festphasenpeptidsynthese von Dr. Parvesh Wadhwani, 
Andrea Eisele und Kerstin Scheubeck (KIT, IBG2) hergestellt, wobei das Dansyl manuell gekoppelt wurde. Die anschließende 
Aufreinigung erfolgte mittels HPLC. 
Peptid  Sequenz 
TMD2 (Donor) WAAIGVLGSLVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
Dansyl-TMD2 (Akzeptor) Dansyl-AAIGVLGSLVLGFLTYLTNLYFKIRE-Amid 
Die beiden Donor- und Akzeptorpeptide wurden in verschiedenen molaren Verhältnissen in 
POPC Vesikeln rekonstituiert (siehe Methoden, Kapitel 7.3.3.). Insgesamt wurde das molare 
Peptid- zu Lipidverhältnis konstant bei 1 zu 150 gehalten, bei welchen die TMD2 bereits ein 




in der Membran für eine effektive Lochbildung vorhanden sind, diese sich aber nicht aufgrund 
zu hohen Peptidkonzentrationen generell schon sehr nahekommen. Zur Bestimmung der 
Anzahl der Untereinheiten n der TMD2 im gebildeten Loch wurde die Akzeptoremission Eapp,se 
bestimmt und gegen den Donormolenbruch xD aufgetragen (Abb. 50A). Je nach Steigung der 
an die Daten angefitteten Kurve kann somit auf den Oligomerisierungsgrad n geschlossen 
werden (siehe Methoden, Kapitel 7.3.3.). In POPC LUVs ist keine lineare Zunahme (n = 2) der 
Emission des Akzeptors Eapp,se in Abhängigkeit des entsprechenden Molenbruch xD erkennbar, 
sondern die Akzeptoremission nimmt mit zunehmenden Donormolenbruch in einem stärkeren 
Ausmaß zu. Die FRET-Daten der TMD2 in POPC passen am besten mit einer angefitteten 
Kurve mit n = 2,81 überein, was dem Oligomerisierungsgrad eines Trimers entspricht 
(Abb. 50A). Demnach konnte kein höheres Oligomer mittels FRET-Spektroskopie ermittelt 
werden. Dies könnte aber darauf zurückzuführen sein, dass die Abstände zwischen den Helices 
in dem gebildeten Loch zu groß sind und daher zu den weiter entfernten Helices kein effizienter 
Energieübertrag möglich ist. 
Analoge FRET-Messungen der TMD2 wurden zudem in POPC/POPG (7:3) LUVs 
durchgeführt. Die TMD2 induziert in diesem Lipidsystem lediglich etwa 5 % Leakage 
(P/L =1:150), demnach sollte die TMD2 überwiegend als Dimer vorliegen und sich keine 
Löcher in der Membran ausgebildet haben. Die FRET-Daten in POPC/POPG (7:3) LUVs lassen 
eine nahezu lineare Zunahme (n = 2,3) der Emission des Akzeptors Eapp,se in Abhängigkeit des 
entsprechenden Molenbruch xD erkennen, somit liegt die TMD2 in POPC/POPG (7:3) LUVs 
als Dimer vor (Abb. 50B). Anhand der FRET-Messungen kann somit zwischen der im Loch 
vorliegenden TMD2, welche sehr starkes Leakage induziert, und dem TMD2 Dimer, welches 







Abbildung 50: Analyse des Oligomerisierungsgrads der TMD2 in POPC und POPC/POPG Vesikeln mittels FRET 
Die TMD2 (Donor) und die Dansyl-TMD2 (Akzeptor) wurden in verschiedenen molaren Verhältnissen zueinander in POPC 
(A) und POPC/POPG (B) Vesikeln rekonstituiert (P/L = 1 zu 150). In POPC Vesikeln wurden die Messungen dreimal und in 
POPC/POPG (7:3) zweimal bei einer Temperatur von 22 °C durchgeführt und die entsprechenden Standardabweichungen sind 
angegeben. Die sensibilisierte Akzeptoremission Eapp,se wurde berechnet und gegen den Donormolenbruch xD der TMD2 
aufgetragen. Anhand der an diese Daten angefitteten Kurve kann der Oligomerisierungsgrad n bestimmt werden. 
 
3.2 Strukturelle und funktionelle Charakterisierung der TMD1 des Pinholins S2168 
3.2.1 Darstellung der TMD1 des Pinholins S2168 
Nachdem erstmalig die Struktur sowie die lochbildenden Eigenschaften der TMD2 ermittelt 
werden konnten, sollte nun die TMD1 des Pinholins S2168 näher betrachtet werden. Basierend 
auf diversen Mutationsanalysen postulieren T. PANG et al., dass die TMD1 eine rein 
regulatorische Funktion während der Lochbildung in der inneren Bakterienmembran einnimmt. 
Solange die TMD1 in der Membran insertiert vorliegt, bilden sich inaktive Pinholin-Dimere 
aus und erst durch das Flippen der TMD1 aus der Membran in Richtung Periplasma wird die 
Lochbildung initiiert63,66,101. Für die folgende strukturelle und funktionelle Charakterisierung 
der vermutlich rein regulatorischen TMD1 wurde ein Fragment verwendet, bei welchem die 
postulierte Sequenz der TMD1 (I7 bis L28)
63 N-terminal um die natürliche Sequenz des 
Antipinholins (M1K2S3M4D5K6) verlängert wurde. Zur weiteren Erhöhung der Polarität des 
Peptids und der damit verbundenen besseren Handhabung wurde es zusätzlich um die vier 
Aminosäuren D29Q30V31S32 aus der natürlichen Sequenz am amidierten C-Terminus verlängert. 
Im weiteren Verlauf wird dieses Fragment als TMD1 bezeichnet (Tab. 6).  
Tabelle 6: Aminosäuresequenz des chemisch synthetisierten TMD1 Fragments 
Die Sequenz der TMD1 des Pinholins S2168 ist unterstrichen und die Nettoladung des verwendeten TMD1 Fragments ist 
angegeben. Die Synthese erfolgte mittels automatisierter Festphasenpeptidsynthese von Dr. Parvesh Wadhwani, Andrea Eisele 
und Kerstin Scheubeck (KIT, IBG2) und die Aufreinigung wurde mittels HPLC durchgeführt.  
Peptid Sequenz Nettoladung 





Abbildung 51: Helical wheel plot der TMD1 des Pinholins S2168 
Erstellt wurde der helical wheel plot mittels der Protein-ORIGAMI-Webanwendung115. Hydrophobe Aminosäuren sind gelb 
markiert und polare Aminosäuren blau, Glycine sind in grün dargestellt. 
Bei genauerer Betrachtung der Sequenz der TMD1 in einem helical wheel plot (Abb. 51) ist 
erkennbar, dass eine Seite der Helix komplett mit polaren Aminosäuren (Abb. 51, blaue Kreise) 
ausgekleidet ist, wohingegen sich auf der gegenüberliegenden Seite hauptsächlich Glycine 
(Abb. 51, grüne Kreise) befinden. 
 
3.2.2 Sekundärstrukturanalyse der TMD1 des Pinholins S2168 
Zunächst sollte die Struktur der TMD1 mittels SRCD-Spektroskopie ermittelt werden. 
Aufgrund der Wasserlöslichkeit der TMD1 wurden die Proben nicht durch Cosolubilisierung 
von Peptid und Lipid hergestellt, sondern die in Wasser gelöste TMD1 konnte zu den zuvor 
hergestellten Vesikeln hinzugegeben werden. Die vorliegende Konzentration der 
wasserlöslichen TMD1 konnte über die UV-Absorption bei 280 nm bestimmt werden, wodurch 
die Berechnung der mittleren molaren Elliptizität pro Peptidbindung (θMRE) möglich ist. 
Zunächst wurde die Konformation der TMD1 in reinem Wasser (ohne Lipid) ermittelt. 
Das erhaltene SRCD-Spektrum weist die charakteristischen Banden eines antiparallelen 
β-Faltblatts auf (siehe Abb. 21), mit einer positiven Bande bei 195 nm und einer negativen 
Bande bei 217 nm (Abb. 52A, rotes Spektrum). Die leicht positive Bande bei etwa 230 nm ist 
vermutlich auf die aromatische Aminosäure Tryptophan zurückzuführen. Insbesondere bei 
Peptiden, welche nur einen geringen Helixanteil aufweisen, können Tryptophane einen Beitrag 
zum Zirkulardichroismus im fernen UV-Bereich leisten und das entsprechende CD-Spektrum 




wurde die TMD1 in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 zu Vesikeln gegeben. 
In POPC Vesikeln bildet die TMD1 ebenfalls antiparallele β-Faltblatt Strukturen aus, da eine 
positive Bande bei 197 nm und eine negative Bande bei 218 nm erkennbar sind (Abb. 52A, 
dunkelgrünes Spektrum). Die Absorptionsabflachung (absorption flattening) der positiven 
Bande könnte darauf hindeuten, dass die TMD1 teilweise aggregiert vorliegt166,167. In Vesikeln 
aus POPC/POPG (7:3) ist eine leichte Verschiebung der positiven Bande zu 202 nm erkennbar 
sowie eine Reduktion der Signalintensität der negativen Bande bei 218 nm (Abb. 52A, 
türkisenes Spektrum), was darauf hindeuten könnte, dass die TMD1 vermutlich in einem 
Gemisch aus antiparallelen β-Faltblättern und β-Schleifen vorliegt (siehe Abb. 21). Auch in den 
SRCD-Spektren der TMD1 in Lipidvesikeln ist eine positive Bande bei etwa 230 nm, welche 
vermutlich auf die Tryptophane der TMD1 zurückzuführen ist, erkennbar164,165. 
Das SRCD-Spektrum der TMD1 in SDS (Natriumdodecylsulfat)-Mizellen (50 mM) weist die 
charakteristischen Banden einer α-Helix auf, mit einer positiven Bande bei 192 nm und den 
beiden negativen Banden bei 208 nm und 222 nm (Abb. 52B). Somit nimmt die TMD1 nur in 
SDS-Mizellen eine α-helikale Konformation ein. 
 
Abbildung 52: SRCD-Spektren der TMD1 
Die SRCD-Messungen der TMD1 wurden bei 22 °C durchgeführt. Die Konzentration der TMD1 wurde über die 
UV-Absorption bei 280 nm bestimmt, was die Berechnung der mittleren molaren Elliptizität pro Peptidbindung (θMRE) 
ermöglicht. (A) Die TMD1 liegt in reinem Wasser als antiparalleles β-Faltblatt vor (rotes Spektrum), da das SRCD-Spektrum 
eine positive Bande bei 195 nm und eine negative Bande bei 217 nm aufweist. Die TMD1 wurde zudem in einem molaren 
Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 zu zuvor hergestellten Vesikeln gegeben. In POPC (dunkelgrünes Spektrum) liegt die 
TMD1 als antiparallele β-Faltblätter vor, wobei die verminderte Signalintensität der positiven Bande auf eine teilweise 
Aggregation auf der Membranoberfläche hindeuten könnte. In POPC/POPG (7:3) Vesikeln liegt die TMD1 vermutlich in einem 
Gemisch aus antiparallelen β-Faltblättern und β-Schleifen vor. Die in allen Spektren erkennbare, leicht positive Bande bei etwa 
230 nm ist vermutlich auf die aromatische Aminosäure Tryptophan zurückzuführen165. (B) In 50 mM SDS weist das 
SRCD-Spektrum der TMD1 eine positive Bande bei 192 nm und zwei negative Banden bei 208 nm und 222 nm auf, demnach 




Da die Auswertung nicht α-helikaler Peptide mittels OCD-Spektroskopie zum jetzigen 
Zeitpunkt nicht vollständig entwickelt ist, wurde die Orientierung der TMD1 in 
Lipiddoppelschichten nicht bestimmt. 
 
3.2.3 Funktionsanalyse der TMD1 des Pinholins S2168 
Nachdem der lochbildende Charakter der TMD2 mittels ANTS/DPX-Leakage-Experimenten 
erstmalig experimentell bestätigt werden konnte, wurde untersucht, ob die TMD1 entsprechend 
keine Löcher in der Membran ausbildet. Sofern die TMD1 nicht an der Ausbildung der Löcher 
beteiligt ist, sollte diese kein Leakage induzieren. Die Probenvorbereitung sowie die 
Vorgehensweise der ANTS/DPX-Leakage-Messung unterscheidet sich von der bisherigen 
Durchführung bei der Untersuchung der TMD2, da die TMD1 im Gegensatz zur TMD2 
wasserlöslich ist. Zunächst wurden LUVs ohne Peptid hergestellt und die nicht in den Vesikeln 
eingeschlossenen ANTS-Fluorophore und DPX-Quencher mittels einer Gelfiltrationssäule 
entfernt. Erst danach wurde die TMD1 in variierender Konzentration zur Einstellung der 
unterschiedlichen molaren Peptid- zu Lipidverhältnisse von außen zugegeben. Analog zu den 
Messungen der TMD2 wurde die zeitliche Zunahme der ANTS-Fluoreszenz detektiert und nach 
900 s erfolgte die vollständige Solubilsierung der Vesikel durch Zugabe des Detergenz Triton 
X-100. Abbildung 53A zeigt die Leakage-Daten der TMD1 in POPC LUVs in 
unterschiedlichen molaren Peptid- zu Lipidverhältnissen. Da keine Zunahme der Fluoreszenz 
detektiert werden konnte, bildet die TMD1 folglich keine Löcher in der Membran aus. 
Selbst bei sehr hoher Peptidkonzentration (P/L = 1:25) konnten nur etwa 2,5 % der 
eingeschlossenen Fluorophore aus den Vesikeln entweichen. Um zu überprüfen, ob das nicht 
induzierte Leakage lediglich darauf zurückzuführen ist, dass die von außen zugegebene TMD1 
gar nicht an die Lipidvesikel bindet, wurde die Bindungsaffinität der TMD1 an POPC Vesikel 
ermittelt. Für die Untersuchung des Bindungsverhalten wurde sich zu Nutze gemacht, dass sich 
die Tryptophan-Fluoreszenz von membrangebundenen und ungebundenen Peptiden 
voneinander unterscheidet. Verglichen zu der Fluoreszenz eines ungebundenen Peptids lässt 
sich der membrangebundene Zustand durch eine Verschiebung des Fluoreszenzmaximums hin 
zu kürzeren Wellenlängen (blue shift) sowie einer Intensitätszunahme des Maximums 
erkennen168–170. Voraussetzung hierfür ist das Vorhandensein eines Tryptophans in der 
Aminosäuresequenz des Peptids, was im Fall der TMD1 durch die beiden Tryptophane W23 




Peptidmenge und variierender Lipidkonzentration. Die letztendlich erhaltene 
Bindungsisotherme der TMD1 ist in Abbildung 53B gezeigt und der ermittelte 
Verteilungskoeffizient Kp der TMD1 in POPC Vesikeln liegt etwa bei 3800. Die auf M. N. 
MELO et al.171 und N. C. SANTOS et al.170 basierende Bestimmung des Verteilungskoeffizients 
Kp ist in den Methoden (Kapitel 7.3.4.) genauer erläutert. Aus den Daten ist ersichtlich, dass 
relativ hohe Lipidkonzentrationen nötig waren, damit ein Großteil der TMD1 gebunden vorlag. 
Demnach ist die Affinität der TMD1 zur Membran nicht sehr hoch. Dennoch konnten die 
Messungen der Bindungsaffinität der TMD1 in POPC Vesikeln zeigen, dass die TMD1 mit den 
Lipiden interagiert, wenn auch nicht sehr stark.  
 
Abbildung 53: ANTS/DPX-Leakage-Messungen und Bindungsisotherme der TMD1 in POPC LUVs 
(A) Aufgrund der Wasserlöslichkeit der TMD1 wurden bei den ANTS/DPX-Leakage-Messungen zuerst die nicht in den POPC 
Vesikeln eingeschlossenen Fluorophore und Quencher entfernt und erst danach erfolgte die Zugabe der TMD1 in variierender 
Konzentration zur Einstellung der verschiedenen Peptid- zu Lipidverhältnisse. Die Messungen wurden bei 22 °C durchgeführt 
und die Mittelwerte der Leakage-Werte nach 900 s zweier Messungen sowie deren Standardabweichung sind aufgetragen. 
Die Messungen zeigen, dass die TMD1 in POPC LUVs kein Leakage induziert. (B) Die Messungen der Fluoreszenz von 
Tryptophan bei konstanter Peptidmenge (1 µM) und variierender Lipidkonzentration wurde bei 22 °C durchgeführt. 
Die Bindungsisotherme (schwarze Linie) der TMD1 in POPC LUVs ergibt sich durch die Anpassung an die Datenpunkte aus 
zwei Messungen (dunkelgrüne Quadrate), deren Standardabweichung angegeben sind.  
Aufgrund der geringen Bindungsaffinität der TMD1 an die POPC LUVs wurden analoge 
Messungen in POPC/POPG (7:3) LUVs durchgeführt. Die zusätzliche negative Ladung der 
Vesikel durch die negativ geladene Kopfgruppe des PG-Lipids sollte die Affinität der einfach 
positiv geladenen TMD1 an die Vesikel erhöhen. Wie erwartet bindet die TMD1 an die negativ 
geladenen LUVs deutlich stärker als an die neutralen POPC LUVs. Bereits bei niedriger 
Lipidkonzentration war mehr Peptid gebunden und der Verteilungskoeffizient liegt bei einem 
Wert von etwa 58000 (Abb. 54A), was einer 15-fach stärkeren Bindung an die POPC/POPG 
LUVs entspricht. Zu beachten ist hier jedoch, dass bei der Bestimmung der Bindungsisotherme 
die Datenpunkte bei sehr niedrigen Lipidkonzentrationen nicht verwendet werden konnten. 
Abbildung 54B zeigt, dass bei niedrigen Konzentrationen des Lipids scheinbar mehr als 100 % 




konnten M. N. MELO et al.171 ebenfalls bei niedrigen Lipidkonzentrationen beobachten, als sie 
das antimikrobielle Peptid Omiganan in negativen Lipidvesikeln untersuchten. 
Dieser beobachtete Effekt kann zum derzeitigen Zeitpunkt allerdings nicht erklärt werden, 
vermutlich wird die Fluoreszenz nicht nur durch die veränderte Umgebung des Tryptophans 
beeinflusst, sondern andere, zusätzliche Interaktionen könnten zur Erhöhung des 
Fluoreszenzsignals geführt haben.  
 
Abbildung 54: Bindungsisotherme der TMD1 in POPC/POPG (7:3) LUVs 
Die Messungen der Tryptophan-Fluoreszenz der TMD1 erfolgten bei konstanter Peptidmenge (1 µM) und variierender 
Lipidkonzentration und wurden bei 22 °C durchgeführt. (A) Die Bindungsisotherme (schwarze Linie) der TMD1 in 
POPC/POPG (7:3) LUVs ergibt sich durch die Anpassung an die Datenpunkte aus zwei Messungen (türkisene Quadrate), deren 
Standardabweichung angegeben sind. Allerdings wurde die Bindungsisotherme nur an die nicht verfälschten Datenpunkte (hier 
nicht gezeigt) angepasst. (B) Die analoge Bindungsisotherme der TMD1 in POPC/POPG Vesikeln ist gezeigt, wobei die 
Datenpunkte gezeigt sind, welche nicht für den Fit verwendet wurden. Die scheinbare Zunahme der Bindungsaffinität bei 
niedrigen Lipidkonzentrationen beruht auf einem unbekannten Effekt, den auch M. N. MELO et al. beobachteten171. 
Nachdem gezeigt werden konnte, dass die TMD1 eine höhere Bindungsaffinität für die negativ 
geladenen POPC/POPG LUVs besitzt, wurden auch in diesem Lipidsystem entsprechende 
ANTS/DPX-Leakage-Messungen durchgeführt (Abb. 55). Überraschenderweise induziert die 
TMD1 in POPC/POPG LUVs ein Leakage. Bei niedrigen Peptidkonzentrationen sind relativ 
wenige ANTS-Fluorophore und DPX-Quencher aus den Vesikeln entwichen, wohingegen bei 
sehr hoher Konzentration die eingeschlossenen Moleküle vollständig herausgeströmt sind. 
Das in POPC/POPG LUVs induzierte Leakage der TMD1 ist eventuell aber auf die hohe 
Affinität für die negativ geladenen Vesikel zurückzuführen. Vermutlich bildet die TMD1 keine 
Löcher mit einer definierten Größe in der Membran aus, sondern permeabilisiert die Vesikel 





Abbildung 55: ANTS/DPX-Leakage-Messungen der TMD1 in POPC/POPG (7:3) LUVs 
Zunächst wurden die nicht in den POPC/POPG Vesikeln eingeschlossenen Fluorophore und Quencher mittels Gelfiltration 
entfernt, erst danach erfolgte die Zugabe der TMD1 in entsprechender Konzentration. Die Messungen wurden bei 22 °C 
durchgeführt und die Mittelwerte der Leakage-Werte nach 900 s zweier Messungen sowie deren Standardabweichung sind 
aufgetragen. Bei geringen Peptidkonzentrationen sind nur wenige Fluorophore und Quencher aus den Vesikeln entwichen und 







Der Bakteriophage φ21 nutzt das Pinholin-SAR-Endolysin-System für die Freisetzung seiner 
Phagennachkommen aus dem Bakterienwirt. Das aus zwei TMDs bestehende Pinholin S2168 
reichert sich während der Phagenmorphogenese in der inneren Membran von E. coli Bakterien 
an und bildet darin kleine Löcher aus. Es wird postuliert, dass die TMD1 eine rein 
regulatorische Funktion einnimmt, indem sie den Zeitpunkt der Lyse durch das Flippen aus der 
Membran in Richtung Periplasma steuert. Hingegen soll lediglich die TMD2 für die eigentliche 
Lochbildung verantwortlich sein, wobei ein Glycin-Zipper Motiv auf der TMD2 dabei eine 
entscheidende Rolle einzunehmen scheint59,63,67,101. Dieses postulierte Strukturmodell basiert 
jedoch nur auf Mutationsanalysen von T. PANG et al.63,66,67,101 und der detaillierte Mechanismus 
der Lochbildung sowie die exakte Struktur des Pinholins konnten noch nicht experimentell 
bewiesen werden. Kürzlich durchgeführte EPR-Studien geben lediglich erste Hinweise auf die 
Struktur des Pinholins102,103. Im Zuge dieser Arbeit sollte daher erstmals die detaillierte Struktur 
sowie die Funktion des Pinholins S2168 des Phagen φ21 mittels verschiedener biophysikalischer 
Methoden untersucht werden, wobei zu Beginn die beiden TMDs des Pinholins getrennt 
voneinander untersucht wurden.  
 
4.1 Strukturelle Charakterisierung der TMD2 des Pinholins S2168 
Die Sekundärstruktur des verwendeten TMD2 Fragments konnte mittels SRCD-Spektroskopie 
bestimmt werden. Die TMD2 faltet sich α-helikal und behält diese Konformation auch in 
Membranen mit unterschiedlicher hydrophober Dicke, verändertem Sättigungsgrad der 
Lipidacylketten oder geänderter Lipidkopfgruppenstruktur bei (siehe Abb. 23/38A). 
Neben der Untersuchung der Sekundärstruktur der TMD2 in verschiedenen Lipidsystemen 
wurde auch deren Orientierung in Membranen durch eine Kombination von SROCD- und 
Festkörper-15N-NMR-Spektroskopie bestimmt. Die TMD2 nimmt in makroskopisch 
orientierten Lipiddoppelschichten aus Lipiden mit gesättigten Acylketten eine transmembrane 
Orientierung ein (siehe Abb. 25A/27). Die ermittelte Orientierung der TMD2 stimmt mit den 
EPR-Studien eines Pinholin Gesamtkonstrukts von T. AHAMMAD et al. überein, welche eine 
insertierte TMD2 in DMPC Membranen zeigen102. Die Variation der hydrophoben Dicke der 
Membran zeigte, dass der Neigungswinkel der TMD2 in der Lipiddoppelschicht größer wird, 
je geringer die hydrophobe Membrandicke ist. Solch ein Neigungsverhalten von Helices in 
Membranen ist typisch, da dadurch verhindert wird, dass hydrophobe Bereiche der Helices in 




Membranen mit einer hydrophoben Dicke von 25,4 Å122 ist die TMD2 relativ aufrecht in der 
Membran insertiert. Durch die Verringerung der hydrophoben Dicke der Membran hat sich das 
15N-NMR-Signal immer weiter ins Hochfeld verschoben, was einer immer stärker geneigten 
TMD2 in der Membran entspricht. In deutlich dünneren DDPC (10:0) Membranen mit einer 
hydrophoben Dicke von 16,6 Å122 liegt die TMD2 stark geneigt vor (siehe Abb. 27). Neben der 
Ermittlung der Orientierung der TMD2 in Lipiden mit gesättigten Lipidacylketten wurde auch 
der Einfluss einfach ungesättigter Acylketten auf die Membranorientierung untersucht (siehe 
Abb. 25B/28). In dünnen Membranen aus DMoPC (14:1), mit einer hydrophoben Dicke von 
19,2 Å122, ist die TMD2 leicht geneigt in der Membran insertiert. Durch die erhöhte hydrophobe 
Dicke in DOPC (18:1) Membranen mit 26,8 Å122 richtet sich die insertierte TMD2 weiter auf 
(siehe Abb. 28). Demnach passt sich die TMD2 in analoger Weise wie in Lipiden mit 
gesättigten Lipidacylketten der hydrophoben Membrandicke durch Neigung an. 
Überraschenderweise zeigten die 15N-NMR-Spektren der TMD2 in Membranen aus Lipiden 
mit einfach ungesättigten Acylketten ein zweites Signal bei einer 15N-chemischen 
Verschiebung im Bereich zwischen 62 ppm und 68 ppm. Signale in diesem Bereich können 
einer auf der Oberfläche lokalisierten Helix zugeordnet werden. Somit scheint die TMD2 in 
diesen Lipiden aus der Membran zu flippen, wobei mit zunehmender hydrophober Dicke der 
Anteil an geflippter TMD2 zunimmt. In den extrem dicken Membranen aus DErPC 
(dc = 34,4 Å
122) ist die TMD2 sogar ausschließlich auf der Membranoberfläche lokalisiert. 
Laut dem postulierten Wirkmechanismus des Pinholins soll jedoch nur die TMD1 aus der 
Membran flippen, wodurch der Zeitpunkt der Lyse des Bakterienwirts reguliert werden soll, 
und die TMD2 fest in der Membran verankert sein63,66,67. Eventuell handelt es sich aber bei dem 
beobachteten Flippen nur um ein Artefakt, da lediglich ein TMD2 Fragment untersucht wurde 
und nicht das gesamte Pinholin. Die TMD2 weist einen amphiphilen Charakter auf (siehe 
Abb. 20), daher kann sich das TMD2 Fragment auch unter bestimmten Bedingungen 
oberflächengebunden anordnen. Die polaren Seitenketten der TMD2 würden dabei zur 
hydrophilen Umgebung gerichtet sein und die hydrophoben Seitenketten in Richtung der 
Membran weisen. In dem Lipidsystem POPC (16:0-18:1), welches sowohl über eine gesättigte 
als auch eine einfach ungesättigte Acylkette verfügt, zeigt das Festkörper-15N-NMR-Spektrum 
der 15N-L45 markierten TMD2 ein scharfes Signal bei 217 ppm auf und ein etwas weniger 
intensives Signal bei 64 ppm (Abb. 56A). Demnach nimmt die TMD2 auch in diesem 
Lipidsystem eine transmembrane Orientierung ein und ein gewisser Anteil ist auf der 




Austrocknen der NMR-Probe die Helix aus der Membran zu drücken scheint, da ein Wechsel 
der Orientierung während der Messzeit beobachtet werden kann. Am Ende der dreitägigen 
Messung weist das 15N-NMR-Spektrum nur ein Signal bei 64 ppm auf, demnach nimmt die 
TMD2 ausschließlich eine oberflächengebundene Orientierung ein (Abb. 56B). Die kürzlich 
durchgeführte Festkörper-15N-NMR-Messung eines synthetisch hergestellten Antipinholin 
Gesamtkonstrukts konnte nun Aufschluss darüber geben, ob es sich bei dem beobachteten 
Flippen der TMD2 tatsächlich nur um ein Artefakt handelt. Das Antipinholin S2171 ist im 
Vergleich zum Pinholin S2168 N-terminal um die Aminosäuren Methionin, Lysin und Serin 
verlängert76,95. T. PANG et al. postulieren, dass die TMD1 des Antipinholins aufgrund der 
zusätzlichen positiven Ladung am N-Terminus nicht aus der Membran flippen kann59,67,69. Das 
15N-NMR-Spektrum des Antipinholins, bei welchem sowohl die TMD1 (15N-A12) als auch die 
TMD2 (15N-L45) selektiv 
15N-markiert wurden, weist in POPC Membranen nur Signale im 
Bereich einer insertierten Helix auf (Abb. 56C). Das Signal bei 217 ppm kann der 15N-L45 
markierten TMD2 des Antipinholins zugeordnet werden und die Verbreiterung des Signals, 
verglichen zu dem Signal des 15N-NMR-Spektrums des TMD2 Fragments (Abb. 56A), ist auf 
das zusätzliche Signal der insertierten 15N-A12 markierten TMD1 des Antipinholins 
zurückzuführen. In diesem Konstrukt nimmt die TMD2 somit ausschließlich eine 
transmembrane Orientierung ein. Auch nach Ende der dreitägigen Messung weist das 15N-
NMR-Spektrum des Antipinholins nur Signale im Bereich einer insertierten Helix auf 
(Abb. 56D). Folglich wird die TMD2 im Gesamtkonstrukt trotz des Austrocknens der NMR-
Probe fest in der Membran verankert und ein Flippen auf die Oberfläche der Lipiddoppelschicht 






Abbildung 56: Festkörper-15N-NMR-Messungen der 15N-L45 TMD2 und des 
15N-A12, L45 Antipinholins in POPC 
Membranen  
Die 15N-L45 markierte TMD2 und das 15N-A12, L45 markierte Antipinholin wurden jeweils in makroskopisch orientierten POPC-
Doppelschichten rekonstituiert (P/L = 1:50) und die Messungen wurden bei 35 °C durchgeführt. (A) Das 15N-NMR-Spektrum 
der 15N-L45 markierten TMD2 zu Beginn der Messung zeigt, dass die TMD2 sowohl insertiert (217 ppm), als auch auf der 
Oberfläche der Membran lokalisiert (64 ppm) ist. (B) Das 15N-NMR-Spektrum der 15N-L45 markierten TMD2 nach Ende der 
dreitägigen Messung zeigt hingegen, dass die TMD2 durch das Austrocknen der Probe aus der Membran flippt. 
(C) Das 15N-NMR-Spektrum des 15N-A12, L45 markierten Antipinholins zu Beginn der Messung zeigt, dass beide TMDs fest 
in der Membran verankert sind, da nur Signale im Bereich einer insertierten Helix vorhanden sind. (D) Das 15N-NMR-Spektrum 
des 15N-A12, L45 markierten Antipinholins nach Ende der dreitägigen Messung zeigt, dass die beiden TMDs trotz des 
Austrocknens der NMR-Probe stabil in der Membran insertiert bleiben. Die Messungen wurden von M. Sc. Anne C. Görner 
im Zuge ihrer Masterarbeit und von B. Sc. Yannick Busch im Zuge seiner Bachelorarbeit durchgeführt.  
Bei dem beobachteten Flippen des TMD2 Fragments in ausgetrockneten oder sehr dicken 
Membranen aus Lipiden mit einfach ungesättigten Lipidacylketten handelt es sich somit nur 
um ein Artefakt. Da sich die Lipide bei den fluoreszenzbasierten Experimenten zur 
Funktionsanalyse der TMD2 allerdings in einem vollständig hydratisierten Zustand befinden, 
ist anzunehmen, dass ein Großteil der TMD2 eine transmembrane Orientierung einnimmt. 
Eventuell verschiebt sich unter diesen Bedingungen das Gleichgewicht zwischen insertierter 





Zur Ermittlung der detaillierten Orientierung der TMD2 in Membranen wurde die TMD2 an 
weiteren Positionen der Aminosäuresequenz selektiv 15N-markiert und mittels 2D-Festkörper-
15N-NMR-Messungen untersucht (siehe Abb. 30). Die Messungen wurden in makroskopisch 
orientierten DMPC Lipiddoppelschichten durchgeführt, da dieses Lipid eine etablierte 
Modellmembran in der Festkörper-NMR-Spektroskopie darstellt137 und die TMD2 darin eine 
vollständig transmembrane Orientierung einnimmt. Basierend auf der 2D-Festkörper-NMR-
Messung der 15N-L40,42,47,50 markierten TMD2 konnte der exakte Neigungswinkel der TMD2 
mit τ = 14° in DMPC Membranen ermittelt werden, demnach nimmt die TMD2 eine nur 
geringfügig geneigte Position ein130. Die TMD2 des Pinholins umfasst 23 Aminosäuren, was 
einer Länge von 34,5 Å entspricht, sofern von einer idealen α-Helix mit 1,5 Å pro 
Aminosäurerest entlang der Helixachse ausgegangen wird. Beim Vergleich der hydrophoben 
Dicke von DMPC Membranen mit 25,4 Å122 und der Länge der Helix der TMD2 fällt auf, dass 
die hydrophoben Bereiche der Lipiddoppelschicht aus DMPC zu dünn für die TMD2 sind und 
demnach die Helix eigentlich viel stärker geneigt sein müsste. Bei genauerer Betrachtung der 
Sequenz der TMD2 (W36AAIG40VLGSLVLGFL50TYLTNLYF58) fällt auf, dass gerade in der 
C-terminalen Region einige polare Seitenketten vorliegen. Diese könnten in die amphiphile 
Kopfgruppenregion der Membran hineinragen, was die nur leichte Neigung der Helix in DMPC 
Membranen erklären würde130. Auch T. AHAMMAD et al.102 postulieren, basierend auf ihren 
EPR-Studien, dass sich die Aminosäurereste von N55 und L56 in der Grenzflächenregion der 
Lipide befinden. Zudem deuten deren Festkörper-2H-NMR-Studien auf eine lokale Zunahme 
der hydrophoben Dicke der Membran hin172. Die anhand der 2D-Festkörper-15N-NMR-
Messungen durchgeführte Rotationsanalyse der TMD2 ergab, dass das erweiterte Glycin-
Zipper Motiv auf der TMD2 (G40xxxS44xxxG48) zusammen mit weiteren polaren Resten (T51, 
T54, N55) seitlich entlang der geneigten Helix positioniert ist
130. Dieser polare Streifen der 
TMD2 ist somit für laterale Helix-Helix Interaktionen frei zugänglich. Anhand der 
Mutationsstudien von T. PANG et al. wurde diesem Interaktionsmotiv bereits eine große 
Bedeutung während der Lochbildung zugeschrieben66,67,101. Des Weiteren konnte aus den 
2D-Festkörper-15N-NMR-Messungen der Ordnungsparameter der TMD2, welcher Auskunft 
über die Beweglichkeit einer Helix in der Membran liefert, mit Smol = 0,91 bestimmt werden
130. 
Für eine einzelne in der Membran eingelagerte Helix wäre dieser Wert überraschend groß, 
daher ist anzunehmen, dass sich die TMD2 zu Dimeren oder noch größeren oligomeren 





4.2 Funktionelle Charakterisierung der TMD2 des Pinholins S2168 
Neben der strukturellen Untersuchung der TMD2 lag der Fokus dieser Arbeit auf deren 
funktionellen Charakterisierung. T. PANG et al. postulieren, dass lediglich die TMD2 des 
Pinholins für die Lochbildung in der Bakterienmembran verantwortlich ist und die TMD1 eine 
rein regulatorische Funktion einnimmt66,67. Anhand ihrer Mutationsanalysen konnten sie bereits 
zeigen, dass eine Mutante mit deletierter TMD1 immer noch lytisch aktiv ist101. Der postulierte 
lochbildende Charakter der TMD2 des Pinholins konnte nun auch erstmalig durch ein 
fluoreszenzbasiertes Leakage-Experiment bewiesen werden130. Bereits bei einem molaren 
Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 400 induziert die TMD2 in POPC LUVs etwa 30 % 
Leakage. Demnach wurden Löcher in der Vesikelmembran ausgebildet, durch welche die in 
den Vesikeln eingeschlossenen Fluorophore entweichen konnten (siehe Abb. 36). Ab einem 
molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 150 induziert die TMD2 dann ein massives 
Leakage in POPC LUVs130.  
Um die biologische Relevanz des durch das TMD2 Fragment induzierten Leakage zu 
bestätigen, konnten kürzlich noch Messungen am Pinholin S2168 durchgeführt werden. 
Die ANTS/DPX-Leakage-Messungen eines synthetisch hergestellten Pinholins zeigen, dass 
dieses in demselben Ausmaß ein Ausströmen aus den Vesikeln induziert wie das TMD2 
Fragment (Abb. 57). Demnach scheint die im Pinholin Gesamtkonstrukt vorhandene TMD1 die 
Lochbildung nicht zu beeinflussen. Die postulierte regulatorische Funktion der TMD1 während 
der Lyse63,66,67 konnte demnach nicht beobachtet werden, was aber daran liegen könnte, dass 
die TMD1 des Pinholins in POPC Membranen schon geflippt vorliegt. Die geflippte 
Orientierung der TMD1 des Pinholins zeigen auch die EPR-Messungen von T. AHAMMAD 
et al.102. Außerdem ist es möglich, dass sich die TMD1 des Pinholins bei der Rekonstitution in 
den Lipidvesikeln erst gar nicht einlagert, sondern direkt eine oberflächengebundene 





Abbildung 57:ANTS/DPX-Leakage Messungen der TMD2 und des Pinholins S2168 in POPC LUVs 
Die TMD2 und das Pinholin wurden in verschiedenen molaren Peptid- zu Lipidverhältnissen (P/L) in POPC Vesikeln 
rekonstituiert und die Messungen wurden bei 22 °C durchgeführt. Die Mittelwerte der Leakage-Werte nach 900 s aus zwei 
beziehungsweise drei unabhängigen Messreihen und deren Standardabweichung sind aufgetragen. Das Pinholin induziert 
ebenfalls Leakage (dunkelrote Balken) und dies etwa in demselben Ausmaß wie die TMD2 (dunkelgrüne Balken130). 
 
4.2.1 Einfluss verschiedener Lipidsysteme auf den lochbildenden Charakter der TMD2 
Nachdem zum ersten Mal mittels einer biophysikalischen Methode der lochbildende Charakter 
der TMD2 des Pinholins S2168 experimentell bestätigt werden konnte, wurde die Lochbildung 
in komplexeren Lipidsystemen untersucht. Da sich das Pinholin in die innere 
Bakterienmembran von E. coli einlagert63, wurde zunächst das Lochbildungsverhalten der 
TMD2 in Membranen, deren Zusammensetzung an die innere E. coli Membran angelehnt ist, 
analysiert (siehe Abb. 39). In diesem Lipidsystem (POPE/POPG/TOCL (72:23:5)) konnte 
zunächst bei niedrigen Peptidkonzentrationen kaum ein Auslaufen der Fluorophore aus den 
Vesikeln detektiert werden. Erst bei erhöhter Peptidkonzentration induziert die TMD2 ein 
massives Leakage. Demnach scheint die Lochbildung der TMD2 eine stark ausgeprägte 
Abhängigkeit von der vorhandenen Peptidkonzentration zu besitzen. Bei dem von T. PANG 
et al. postulierten Mechanismus des Pinholins ist die Ausbildung der Löcher in der Membran, 
also die Lyse des Bakterienwirts, ebenfalls konzentrationsabhängig. Demnach soll nach 
Erreichen einer kritischen Konzentration an inaktiven Pinholin-Homodimeren die Lochbildung 
durch das Flippen der TMD1 des Pinholins aus der Membran initiiert werden59,63,66. Bei den 
durchgeführten ANTS/DPX-Leakage-Messungen erfolgte jedoch keine Regulation durch die 
TMD1, da hier die lochbildende TMD2 isoliert betrachtet wurde. Eventuell wird jedoch der 
Zeitpunkt der Lyse des Bakterienwirts nicht nur durch das Flippen der TMD1 und durch das 
Antipinholin, welches einen inhibierenden Charakter besitzt, reguliert, sondern die 
Lipidzusammensetzung könnte die Lochbildung zusätzlich beeinflussen. Möglich sind 




Lipidkopfgruppe von POPG. Diese Interaktion könnte die Oligomerisierung der TMD2 
zunächst hemmen und erst bei Vorliegen einer hohen Peptidkonzentration würden sich die 
Helices generell schon sehr nahekommen und könnten leichter miteinander interagieren und 
effektiv Löcher ausbilden. Diese Hypothese wird zudem bekräftigt, da die Untersuchung des 
lochbildenden Charakters der TMD2 in Lipidsystemen mit unterschiedlichen 
Kopfgruppenstrukturen zeigte, dass die Lochbildung in PG-enthaltenen Vesikeln gerade bei 
Vorliegen von geringen Peptidkonzentrationen gehemmt wird. Hingegen fördern die 
vorhandenen PE-Lipide, welche über eine kleine Kopfgruppe verfügen und somit eine negative 
Krümmung der Membran bewirken149, das Austreten der eingeschlossenen Fluorophore (siehe 
Abb. 39). 
Des Weiteren wurde der lochbildende Charakter der TMD2 auch bezogen auf den Einfluss der 
hydrophoben Dicke der Lipiddoppelschicht untersucht, wobei hierfür lediglich Lipide mit 
einfach ungesättigten Lipidacylketten verwendet wurden (siehe Abb. 40). Da die 
Phasenübergangstemperatur von Lipiden mit langen gesättigten Lipidacylketten 
vergleichsweise hoch ist und daher nicht gewährleistet werden konnte, dass sich die Lipide 
während der gesamten Messzeit in ihrer flüssigkristallinen Phase befinden, wurden diese Lipide 
nicht für die Funktionsanalyse der TMD2 verwendet. Im Allgemeinen lässt sich der Trend 
erkennen, dass mit zunehmender hydrophober Dicke der Membran die Tendenz der 
Lochbildung steigt. Die Korrelation dieser Beobachtung mit der Orientierung der TMD2 in 
diesen Lipiden zeigt, dass je aufrechter die TMD2 in der Membran insertiert ist, desto stärkeres 
Leakage wird induziert. Vermutlich können sich die Helices aufgrund ihrer geneigten 
Orientierung nicht so leicht zu einem Loch zusammenlagern. Erst die Leakage-Daten der 
TMD2 in den extrem dicken DErPC Membranen mit einer hydrophoben Dicke von 34,4 Å122 
folgen nicht mehr diesem Trend. Das induzierte Leakage der TMD2 in DErPC LUVs ist 
geringer als in den dünneren Lipiddoppelschichten aus DEiPC (dc = 30,6 Å
122) und DOPC 
(dc = 26,8 Å
122). Eine mögliche Erklärung wäre, dass die TMD2 die extrem dicke DErPC 
Membran nicht mehr vollständig durchspannen kann, da die hydrophobe Dicke der Membran 
gerade mit der Länge der TMD2 (34,5 Å) übereinstimmt und somit eine Lochbildung erschwert 
würde. Auf der anderen Seite könnte dieses Ergebnis aber auch auf das beobachtete Artefakt 
des TMD2 Fragments zurückzuführen sein. Die TMD2 liegt aufgrund ihres amphiphilen 
Charakters sowohl transmembran als auch geflippt vor, wobei der Anteil an geflippter TMD2 
mit zunehmender hydrophober Dicke steigt und ein Austrocknen der NMR-Probe diesen Effekt 




zwischen insertierter und geflippter TMD2 wahrscheinlich auf die Seite der insertierten TMD2, 
da hier die Lipide in einer vollständig hydratisierten Umgebung vorliegen. 
Unter Berücksichtigung, dass das 15N-NMR-Spektrum der TMD2 in DErPC Membranen nur 
ein Signal einer oberflächengebundenen Helix aufzeigte (siehe Abb. 28), ist anzunehmen, dass 
sich in den DErPC LUVs das Gleichgewicht nicht vollständig auf die Seite der insertierten 
TMD2 verschiebt. Demnach befindet sich die TMD2 vermutlich in den DErPC LUVs vermehrt 
in ihrem geflippten Zustand, was das verringerte Leakage, im Vergleich zu dem in DEiPC und 
DOPC, ebenfalls erklären würde.  
 
4.2.2 Einfluss des Glycin-Zipper Motivs der TMD2 auf die Lochbildung 
Die Festkörper-15N-NMR-Messungen der TMD2 in DMPC Membranen zeigten, dass ein 
polarer Streifen, bestehend aus dem erweiterten rechtsgängigen Glycin-Zipper Motiv 
G40xxxS44xxxG48 und drei polaren Aminosäuren (T51, T54, N55), seitlich entlang der geneigten 
Helix positioniert ist130. Aufgrund dieser Orientierung der Helix ist das Glycin-Zipper Motiv 
auf der TMD2 frei für laterale Helix-Helix Interaktionen. Um zu untersuchen, ob die 
Dimerisierung und anschließende Oligomerisierung der TMD2 tatsächlich durch ein Glycin-
Zipper Motiv vermittelt wird und welche Aminosäuren dabei essentiell sind, wurden 
verschiedene TMD2 Mutanten generiert. Durch entsprechende Mutationen der Glycine 
beziehungsweise des Serins zu Alanin wurde dieses mögliche Interaktionsmotiv ganz oder 
teilweise zerstört. Die Ermittlung der Sekundärstruktur der verschiedenen Glycin-Zipper 
Mutanten der TMD2 zeigte, dass die eingefügten Mutationen die α-helikale Faltung der TMD2 
nicht beeinflussen (siehe Abb. 42A). Die Untersuchung der Membranorientierung der Glycin-
Zipper Mutanten der TMD2 zeigte, dass einige Mutationen die TMD2 stärker in der Membran 
verankern (siehe Abb. 42B). Das 15N-NMR-Spektrum des TMD2 Wildtyps zeigte, dass zwar 
ein Großteil der TMD2 in POPC Membranen eine aufrechte transmembrane Orientierung 
einnimmt, aber auch ein geringer Anteil auf der Oberfläche der Membran lokalisiert ist (siehe 
Abb. 33). Im Gegensatz dazu sind fast alle untersuchten Glycin-Zipper Mutanten der TMD2 
fest in der Membran insertiert, da die entsprechenden SROCD-Spektren keine Bande bei 
208 nm aufzeigten (siehe Abb. 42B). Demnach scheint diese, wenn auch nur leicht veränderte 
Hydrophobizität der Mutanten die Helix besser in der Membran zu verankern und ein Flippen 
auf die Oberfläche zu unterdrücken. In der Hydrophobizitätsskala nach D. EISENBERG et al. 
wird Glycin ein Wert von 0,48 zugeschrieben und der Wert der hydrophoberen Aminosäure 




deutlich, dass sich deren Hydrophobizität nicht stark voneinander unterscheidet. Die TMD2 
Mutanten, bei denen nur ein Glycin zu Alanin mutiert wurde, verhalten sich daher auch analog 
wie der TMD2 Wildtyp und flippen aus der Membran. Unerwartet ist jedoch, dass die TMD2 
Mutante G40A nicht aus der Membran flippt, was vermuten lässt, dass das Alanin an dieser 
Position stabilere hydrophobe Interaktionen eingehen kann und daher in der Membran gehalten 
wird. Bei der TMD2 Mutante S44A wurde ebenfalls nur eine Aminosäure mutiert, allerdings ist 
diese Aminosäure mit einem Wert von -0,18 nach der Hydrophobizitätsskala nach 
D. EISENBERG et al. deutlich hydrophiler174,175, weshalb durch die Mutation zu Alanin das 
Flippen der Mutante auf die Oberfläche der Membran verhindert wird. Sofern mehrere Glycine 
beziehungsweise zusätzlich das Serin substituiert wurden, wird die Hydrophobizität der TMD2 
Mutanten stärker beeinflusst, weshalb diese fest in der Membran verankert werden. Durch das 
Einfügen der Mutationen wurde folglich das artifizielle Flippen des TMD2 Fragments aus der 
Membran unterdrückt. 
Basierend auf den ANTS/DPX-Leakage-Messungen der verschiedenen Glycin-Zipper 
Mutanten der TMD2 konnte erstmalig mittels einer biophysikalischen Methode bewiesen 
werden, dass ein Glycin-Zipper Motiv auf der TMD2 eine entscheidende Rolle während der 
Lochbildung in der Membran einnimmt. Sofern das Glycin-Zipper Motiv (G40xxxS44xxxG48) 
sowie das direkt benachbarte Glycin G43 zerstört wurden (TMD2 G40AG43AS44AG48A), konnte 
nahezu kein Auslaufen der in den Vesikeln eingeschlossenen Fluorophore detektiert werden 
(siehe Abb. 43). Demnach wird die Wechselwirkung zwischen den TMD2 des Pinholins über 
ein Glycin-Zipper-Motiv, welches ein bekanntes Interaktionsmotiv von helikalen Segmenten 
darstellt110,111, vermittelt. Die Leakage-Messungen der TMD2 G40AS44AG48A (siehe Abb. 45), 
bei welcher nur das Glycin-Zipper Motiv deletiert wurde, zeigten, dass die Mutante das 
Entweichen der in den Vesikeln eingeschlossenen Fluorophore in demselben Ausmaß hemmt. 
Folglich ist das Glycin-Zipper Motiv der TMD2 das entscheidende Interaktionsmotiv zwischen 
den Helices bei der Ausbildung des Lochs. 
Anhand der Einfachmutanten der TMD2 konnte abgeschätzt werden, welche der Aminosäuren 
eine entscheidende Rolle während der Ausbildung der Löcher einzunehmen scheint. Die beiden 
Glycine G40 und G48 sind beide Teil des Glycin-Zipper Motivs, jedoch unterdrückt die TMD2 
G40A Mutante die Lochbildung in einem stärkeren Ausmaß als die TMD2 G48A (siehe Abb. 44). 
Überraschenderweise zeigte die TMD2 G43A, welche dem Glycin-Zipper Motiv nur benachbart 
ist, einen relativ starken Effekt und hemmt die Ausbildung der Löcher sogar stärker als die 




Aufbau des aktiven Dimers beteiligt sein könnte. Im aktiven Pinholin-Dimer, welches sich nach 
dem Flippen der TMD1 aus der Membran gebildet hat, würde das V41 der zweiten TMD2 
perfekt in die durch das G43 gebildete Tasche passen und das Dimer stabilisieren. Die beiden 
Aminosäuren G43 und G48 sind vermutlich am Aufbau des Lochs beteiligt und könnten dieses 
durch Interaktionen zwischen V41-G43 sowie G48-L50 stabilisieren. Interessanterweise erhielten 
T. PANG et al. tatsächlich Lyse-defekte Pinholine, sofern die Aminosäuren G43 und G48 mutiert 
wurden101. 
Neben den drei verschiedenen Glycinen wurde auch das zentrale Serin des Glycin-Zipper 
Motivs zu Alanin mutiert. T. PANG et al. konnten bereits anhand ihrer Mutationsanalyse zeigen, 
dass durch die Mutation des Serins zu Cystein die Lyse in lebenden Zellen vollständig gehemmt 
wurde66. Die ANTS/DPX-Leakage-Messungen der TMD2 S44A Mutante konnten bestätigen, 
dass das zentrale Serin des Glycin-Zipper Motivs eine entscheidende Rolle während der 
Lochbildung einnimmt und demnach Interaktionen der Helices vermittelt. Verglichen zu den 
anderen Einfachmutanten hemmt die TMD2 S44A Mutante zudem die Lochbildung in einem 
deutlich stärkeren Ausmaß. Die Mutation einer einzigen Aminosäure beeinflusst den 
lochbildenden Charakter der TMD2 derart stark, dass selbst bei hohen Peptidkonzentrationen 
ein Leakage von 60 % induziert wird (P/L = 1:50). Bei niedrigen Peptidkonzentrationen 
induziert die Mutante nur sehr geringes Leakage (siehe Abb. 44)130. Basierend auf den 
durchgeführten NMR-Studien der TMD2 zeigt die Seitenkette des S44 direkt in das Innere des 
Lochs, weshalb das zentrale Serin vermutlich eher am Aufbau der aktiven Pinholin-Dimere 
beteiligt ist und nicht an der eigentlichen Ausbildung des Lochs. Da sich bei hohen 
Peptidkonzentrationen die Helices generell schon sehr nahekommen, wäre die vorherige 
Bildung eines aktiven Dimers hier nicht so kritisch. Sofern allerdings die Konzentration an 
Pinholinen relativ gering ist, ist vermutlich die spezifische Bildung der aktiven Dimere von 
größerer Bedeutung. Die Tendenz der Mutante bei hohen Peptidkonzentrationen trotzdem 
Löcher auszubilden, könnte demnach auch auf das Verdichten der Helices in der Membran 
zurückzuführen sein130. Diese Hypothese würde zudem auch die Bedeutung der Konzentration 
an Pinholinen in der inneren Bakterienmembran bekräftigen67.  
Die TMD2 G40AG48A Mutante, bei welcher die beiden äußeren Aminosäuren des Glycin-
Zipper Motivs gegen Alanin substituiert wurden, hemmt die Lochbildung relativ stark. 
Im Gegensatz dazu nimmt die TMD2 G40AG43A, bei welcher ebenfalls zwei Aminosäuren 
mutiert wurden, keinen so großen Einfluss (siehe Abb. 45). Anhand dieses Vergleichs wird 




Ausbildung der Löcher ist. Des Weiteren kann ein Vergleich der TMD2 G40AS44AG48A 
Mutante mit der TMD2 G40AG43AG48A, bei welcher lediglich die drei Glycine deletiert 
wurden, die große Bedeutung des S44 während der Lochbildung ebenfalls bestätigen (siehe 
Abb. 45). Obwohl in beiden Fällen drei Aminosäuren mutiert wurden, wird die Lochbildung 
der TMD2 G40AG43AG48A nicht so stark beeinflusst wie bei der TMD2 G40AS44AG48A. 
Die ANTS/DPX-Leakage Messungen konnten demnach zeigen, dass das Glycin-Zipper Motiv 
eine entscheidende Rolle während der Lochbildung einnimmt, wobei gerade dem zentralen 
Serin des Glycin-Zipper Motivs eine große Bedeutung zugeschrieben werden kann. 
 
4.2.3 Untersuchung der Größe des durch die TMD2 gebildeten Lochs 
Elektronenmikroskopische Aufnahmen in Lipid-freier Umgebung und molekulardynamische 
Simulationen von T. PANG et al. postulieren, dass das durch Pinholine gebildete Loch einen 
Durchmesser von etwa 1,5 nm besitzt66. Zur Untersuchung der tatsächlichen Größe des in der 
Membran ausgebildeten Lochs wurde ein modifiziertes Leakage-Experiment durchgeführt. 
Hierfür wurden unterschiedlich große Fluorophore in Vesikeln eingeschlossen und deren 
Fluoreszenz wurde durch einen von außen zugegebenen Antikörper gequencht, sofern diese 
durch die gebildeten Löcher entweichen konnten. Das Carboxyfluorescein mit einem 
Durchmesser von etwa 1 nm konnte ungehindert aus den durch die TMD2 gebildeten Löchern 
in den POPC LUVs entweichen. Der etwas größere Fluorophor FD4, ein an Fluorescein-
isothiocyanat gekoppeltes Dextran mit einem Molekulargewicht von etwa 4 kDa, entwich 
etwas langsamer, aber dennoch wurde die Fluoreszenz von 70 % der FD4 Moleküle gequencht. 
Hingegen war es den größeren Fluorophoren (FD20, FD40, FD70) nicht möglich, effektiv aus 
den Vesikeln zu entweichen (siehe Abb. 48)130. Basierend auf dem geschätzten 
hydrodynamischen Radius des verwendeten FITC-Dextrans FD4 mit 1,4 nm153, sollte der 
Durchmesser des von der TMD2 gebildeten Lochs nicht größer als 2,8 nm sein. Somit konnte 
erstmalig experimentell bestätigt werden, dass Pinholine tatsächlich nur winzige Löcher, 
sogenannte pinholes, mit einer definierten Größe ausbilden66,100. Die Diffusion kleiner 
Moleküle und Ionen über die Membran wird demnach ermöglicht, wohingegen es für Proteine 
mit einer typischen Größe zwischen 3 nm und 6 nm zu klein ist176. Im biologischen System 
bricht aufgrund der durch die pinholes ermöglichten Diffusion der Ionen über die innere 
Bakterienmembran die PMF zusammen und letztendlich wird die Lyse des Bakterienwirts 
eingeleitet65,66. Die Tatsache, dass die aus den Fluorescein-Leakage-Messungen bestimmte 




darauf zurückzuführen sein, dass es sich bei den verwendeten FITC-Dextranen nicht um 
kugelförmige Moleküle, sondern um Ellipsoide handelt154. Solche Rotationsellipsoide weisen 
zwei verschiedene Radien auf, einen entlang der Längsachse und einen zweiten entlang der 
Querachse. Der Radius der langen Achse liegt für FD4 bei 2,4 nm und der der kurzen Achse 
bei 1,1 nm145. Je größer das Dextran, desto extremer werden die Unterschiede zwischen den 
Radien der Längs- und Querachse. Die ermittelten Radien des FITC-Dextrans FD20 weichen 
mit 13,7 nm und 1,6 nm bereits deutlich voneinander ab. Somit definieren die vom Hersteller 
angegeben hydrodynamischen Radien nicht exakt die Radien der verwendeten Dextrane. 
Das gebildete Loch könnte demnach gerade groß genug sein, dass das FD4 entlang seiner 
Längsachse mit einem effektiven Durchmesser von etwa 2 nm hindurchtreten kann. 
Des Weiteren ist zu vermerken, dass die Produktspezifikation des gekauften FD4 zeigt, dass es 
sich hier um ein Gemisch aus den FITC-Dextranen FD3, FD4 und FD5 handelt, sodass hier 
höchstwahrscheinlich hauptsächlich das kleinere FD3 in einer signifikanten Menge aus den 
Vesikeln entweichen konnte130.  
Das größenselektive Fluorescein-Leakage-Experiment wurde ebenfalls in den extrem dicken 
Membranen aus DErPC durchgeführt. Die Festkörper-15N-NMR-Messung der TMD2 in diesem 
Lipid zeigte, dass die TMD2 vollständig auf der Oberfläche lokalisiert ist (siehe Abb. 28). 
Wie bereits erwähnt, ist das beobachtete Flippen der TMD2 in Lipiden mit ungesättigten 
Lipidacylketten allerdings ein Artefakt aufgrund der Verwendung eines TMD2 Fragments, 
welches einen amphiphilen Charakter aufweist. Dieser Effekt wird zudem durch das 
Austrocknen der NMR-Probe noch verstärkt. Da sich die Lipide allerdings während den 
Fluoreszenzmessungen in einem vollständig hydratisierten Zustand befinden, sollte ein 
Großteil der TMD2 trotzdem noch insertiert sein. Um dennoch auszuschließen, dass das 
beobachtete Auslaufen der DErPC Vesikel bei hohen Peptidkonzentrationen durch 
Leckschlagung durch oberflächengebundene Peptidanteile hervorgerufen wurde155,156 (siehe 
Abb. 40), wurde das größenselektive Fluorescein-Leakage-Experiment ebenfalls in DErPC 
durchgeführt. Die Messungen zeigten, dass die TMD2 auch in diesem Lipidsystem Löcher mit 
einer definierten Größe ausbildet (siehe Abb. 49). Die Tendenz des Ausströmens der 
unterschiedlich großen Fluorophore entspricht der in POPC LUVs, demnach weisen die in 
DErPC und POPC gebildeten Löcher dieselbe Größe auf. Eine durch die oberflächengebundene 
TMD2 ausgelöste unspezifische Lochbildung in Lipiden mit einfach ungesättigten Acylketten 
kann demnach ausgeschlossen werden. Dieses Ergebnis stützt somit die Aussage, dass die 




fluoreszenzbasierten Leakage-Experimenten, eine überwiegend transmembrane Orientierung 
einnimmt und das beobachtete Flippen auf das Austrocknen der OCD- und Festkörper-15N-
NMR-Proben zurückzuführen ist. 
 
4.2.4 Untersuchung des Oligomerisierungsgrads der TMD2 
Mittels FRET-Spektroskopie sollte der Oligomerisierungsgrad der TMD2 in dem gebildeten 
Loch ermittelt werden. T. PANG et al. postulieren, basierend auf ihren molekulardynamischen 
Simulationen und Crosslink-Experimenten, ein heptameres Loch66. Die durchgeführten 
Festkörper-15N-NMR-Messungen der TMD2 sowie die größenselektiven Fluorescein-Leakage-
Messungen wären ebenfalls mit einem heptameren Loch kompatibel. Für die FRET-Messungen 
wurde ein Peptid- zu Lipidverhältnis gewählt, bei dem einerseits ausreichend Peptide für eine 
effektive Lochbildung in der Membran vorhanden sind und andererseits die 
Peptidkonzentration nicht zu hoch ist, damit sich die Peptide nicht generell schon sehr 
nahekommen. Bei dem verwendeten molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 150 konnte 
bereits gezeigt werden, dass die TMD2 in POPC LUVs über 90 % Leakage induziert (siehe 
Abb. 36), daher konnte angenommen werden, dass sich die TMD2 überwiegend zu einem 
Oligomer zusammengelagert hat und die Bestimmung des Oligomerisierungsgrad des 
gebildeten Lochs unter diesen Bedingungen möglich sein sollte. In POPC LUVs ergab sich aus 
den FRET-Messungen für die TMD2 der Oligomerisierungsgrad eines Trimers (siehe Abb. 
50A). Bei genauerer Betrachtung eines heptameren Lochs in der Membran fällt auf, dass die 
Helices bei einer heptameren Anordnung untereinander relativ weit voneinander entfernt sind 
und sich daher nicht alle in unmittelbarer Nähe befinden. Voraussetzung für einen 
Energieübertrag ist jedoch die räumliche Nähe des Donormoleküls zu seinem 
Akzeptormolekül. Zudem würde bei einer heptameren Anordnung der TMD2, welche auf den 
durchgeführten 15N-NMR-Studien der TMD2 basiert, das Tryptophan (W36) der TMD2 zur 
nächsten Helix gerichtet sein und demnach nicht direkt ins Innere des Lochs weisen. Somit sind 
die Abstände zwischen den Helices in dem ausgebildeten Loch für einen effektiven 
Energietransfer zu groß und daher ist lediglich der Energietransfer zu den nächsten Nachbarn 
möglich. Demnach kann mittels FRET-Spektroskopie auch bei Vorliegen eines oligomeren 





Abbildung 58: Interpretation der FRET-Ergebnisse der TMD2 
Gezeigt ist die Aufsicht eines aus der TMD2 (gelb) gebildeten heptameren Lochs in der Membran (grau), welches von T. PANG 
et al.66 postuliert wird. Bei solch einer heptameren Anordnung würde laut den durchgeführten NMR-Studien der TMD2 das 
Tryptophan W36 (kleiner schwarzer Punkt) nicht in das Innere des gebildeten Lochs weisen, sondern zur nächsten Helix 
gerichtet sein. Bei dieser Anordnung sind jedoch die Abstände zwischen den Helices für einen effektiven Energietransfer 
untereinander zu groß. Aus diesem Grund kann bei den FRET-Messungen nur ein Trimer detektiert werden (durchgezogene 
Linien) und die anderen vorhandenen Helices können nicht detektiert werden (gestrichelte Linien).  
Interessant sind die FRET-Ergebnisse der TMD2 in POPC/POPG (7:3) LUVs, welche auf ein 
Dimer hindeuten (siehe Abb. 50B). Unter Berücksichtigung der Ergebnisse aus den 
ANTS/DPX-Leakage-Messungen, welche zeigten, dass die TMD2 in POPC/POPG (7:3) LUVs 
weniger als 5 % Leakage induziert (P/L = 1:150) (siehe Abb. 39), kann darauf geschlossen 
werden, dass die TMD2 in diesem Lipidsystem keine Löcher in der Membran ausgebildet hat, 
sondern als aktives Dimer vorliegt. Demnach konnte mittels FRET-Spektroskopie zwischen 
dem aktiven Dimer und dem gebildeten Loch unterschieden werden. Allerdings war es nicht 
möglich den exakten Oligomerisierungsgrad der TMD2 im Loch zu bestimmen, da die 
Abstände der Helices für einen effektiven Energieübertrag untereinander zu groß sind und daher 
lediglich ein Trimer detektiert wurde. 
 
4.3 Strukturelle Charakterisierung der TMD1 des Pinholins S2168 
Neben der vollständigen Charakterisierung der TMD2 wurde auch die TMD1 des Pinholins 
strukturell und funktionell untersucht. Das verwendete Fragment der TMD1 erwies sich im 
Gegensatz zu dem TMD2 Fragment als wasserlöslich, was für TMDs eher ungewöhnlich ist. 
Die SRCD-Spektroskopie zeigte, dass die TMD1 in Wasser allerdings nicht unstrukturiert 
vorliegt, sondern sich zu antiparallelen β-Faltblättern zusammenlagert (siehe Abb. 52A). 
Auch bei einer Zugabe der TMD1 zu Vesikeln aus POPC beziehungsweise POPC/POPG (7:3) 
nimmt sie nicht die erwartete α-helikale Struktur ein, sondern lagert sich zu antiparallelen, 
vermutlich teilweise aggregierten β-Faltblättern zusammen, wobei sie in POPC/POPG (7:3) 




die TMD1 des Pinholins dazu befähigt sein soll aus der Membran zu flippen63,67, ist es 
wahrscheinlich, dass sich die TMD1 in den untersuchten Membran-imitierenden 
Modellsystemen gar nicht erst in die Membran einlagert, sondern direkt eine 
oberflächengebundene Orientierung einnimmt. Sofern die TMD1 allerdings in Detergenz-
Mizellen aus SDS vorliegt, nimmt sie eine α-helikale Struktur ein (siehe Abb. 52B). 
Diese Ergebnisse lassen vermuten, dass die TMD1 nur α-helikal gefaltet vorliegt, sofern sie 
sich in einer hydrophoben Umgebung befindet. Durch das Flippen der Helix auf die Oberfläche 
könnte es zu einer Umfaltung des Peptids zu antiparallelen β-Faltblättern kommen. Zudem zeigt 
auch das SRCD-Spektrum des Pinholin Gesamtkonstrukts kein reines α-helikales Spektrum, 
sondern deutet auf einen gewissen Anteil an antiparallelen β-Faltblatt Strukturen hin, da die 
negative Bande bei 209 nm nur schwach ausgeprägt ist und zudem die zweite negative Bande 
zu kürzeren Wellenlängen hin verschoben ist (Abb. 59). Dies ist vermutlich auf eine Umfaltung 
der geflippten TMD1-Anteile zurückzuführen. 
 
 
Abbildung 59: SRCD-Spektrum des Pinholins S2168 in POPC Vesikeln 
Das synthetisch hergestellte Pinholin wurde in POPC Vesikeln rekonstituiert (P/L = 1:50) und die Messung wurde bei 22 °C 
durchgeführt. Das erhaltene SRCD-Spektrum weist eine positive Bande bei 195 nm und zwei negative Banden bei 209 nm und 
220 nm auf. Da die negative Bande bei 209 nm allerdings schwächer ausgeprägt ist und die zweite negative Bande zu kürzeren 
Wellenlängen hin verschoben ist, scheint das Pinholin in einem gewissen Anteil auch als antiparallele β-Faltblätter vorzuliegen. 
Die strukturelle Charakterisierung der TMD1 und die Ergebnisse aus der Analyse des Pinholins 
deuten somit stark darauf hin, dass die TMD1 lediglich in ihrer transmembranen Orientierung 
α-helikal gefaltet vorliegt. Sobald die TMD1 aus der Membran flippt und daraufhin eine 




antiparallelen β-Faltblatt Strukturen. Diese Umfaltung würde eine erneute Insertion der TMD1 
in die Membran verhindern und so das von der TMD2 gebildete Loch stabilisieren.  
Mittels EPR-Messungen untersuchten T. AHAMMAD et al. die Membranorientierung der TMD1 
im Pinholin S2168 sowie in einer lytisch inaktiven irs-Mutante102,103. Die irs-Mutante des 
Pinholins sollte durch seine zusätzlichen positiven Ladungen am N-Terminus (siehe Abb. 14) 
den inhibitorischen Charakter eines Antipinholins verstärken. T. PANG et al. konnten bereits 
anhand ihrer Mutationsanalysen zeigen, dass solch eine irs-Mutante lytisch inaktiv ist63,67,101. 
Die EPR-Studien von T. AHAMMAD et al. konnten nun zeigen, dass beide TMDs der inaktiven 
irs-Mutante in der Membran insertiert sind103. Im Gegensatz dazu nimmt im aktiven Pinholin 
nur die TMD2 eine transmembrane Orientierung ein, während die TMD1 in einem geflippten 
Zustand auf der Membranoberfläche vorliegt102. Kürzlich konnten zudem erste Festkörper-15N-
NMR-Messungen eines synthetisch hergestellten Antipinholins S2171 und eines Pinholins 
S2168 in POPC Membranen durchgeführt werden, wobei jeweils deren TMD1 (15N-A12) und 
TMD2 (15N-L45) selektiv 
15N-markiert wurden. In dem 15N-NMR-Spektrum des Antipinholins 
sind lediglich Signale im Bereich einer insertierten Helix erkennbar, demnach nehmen beide 
TMDs des lytisch inaktiven Antipinholins eine transmembrane Orientierung ein (Abb. 60A). 
Das 15N-NMR-Spektrum des Pinholins weist ebenfalls Signale im Bereich einer insertierten 
Helix auf, welche der TMD2 des Pinholins zugeordnet werden können (Abb. 60B). Zudem sind 
nun auch Signale erkennbar, welche auf der Oberfläche lokalisierten Peptidanteilen zugeordnet 
werden können. Folglich ist die TMD1 des Pinholins in POPC Membranen nicht mehr in der 
Membran insertiert, sondern liegt in ihrem geflippten Zustand auf der Oberfläche der Membran 
vor. Erstmalig konnte mittels Festkörper-15N-NMR-Spektroskopie die Membranorientierung 
des Antipinholins und des Pinholins bestimmt werden, welche mit der ermittelten Orientierung 
aus den EPR-Messungen von T. AHAMMAD et al. übereinstimmen102,103. Diese Ergebnisse 
liefern somit den ersten experimentellen Beweis für das postulierte Modell von T. PANG et al., 
bei der die TMD1 zur Aktivierung auf die Membran flippt. Die ermittelte Membranorientierung 
steht zudem im Einklang mit den Ergebnissen der ANTS/DPX-Leakage Messungen, welche 
zeigten, dass das Pinholin Löcher in der Membran ausbildet (siehe Abb. 57). Da die TMD1 auf 
die Oberfläche geflippt ist, liegen die Pinholine in ihrem lytisch aktiven Zustand vor und die 





Abbildung 60: Festkörper-15N-NMR-Messungen des selektiv 15N-markierten Antipinholins und Pinholins in POPC 
Das synthetisch hergestellte 15N-A12, L45 markierte Antipinholin (A) sowie das 15N-A12, L45 markierte Pinholin (B) wurden in 
makroskopisch orientierten POPC-Doppelschichten rekonstituiert (P/L = 1:50). Die Messungen wurden bei 35 °C von B. Sc. 
Yannick Busch im Zuge seiner Bachelorarbeit durchgeführt.  
 
4.4 Funktionelle Charakterisierung der TMD1 des Pinholins S2168 
T. PANG et al. postulieren, dass die TMD1 eine rein regulatorische Rolle während der 
Lochbildung einnimmt, indem die Lyse des Bakterienwirts durch das Flippen der TMD1 aus 
der Membran initiiert wird63,67. Demnach sollte die TMD1 allein nicht dazu befähigt sein, 
Löcher in der Membran auszubilden. Um diese These zu bestätigen, wurden fluoreszenzbasierte 
Vesikel-Leakage-Messungen durchgeführt. Die ANTS/DPX-Leakage-Messungen konnten 
zeigen, dass kein Auslaufen der in den POPC Vesikeln eingeschlossenen Fluorophore erfolgte 
und somit die TMD1 keine Löcher in der Membran ausbildet. Die Untersuchung der 
Bindungsaffinität der TMD1 zeigte allerdings, dass die TMD1 nur relativ schwach an die POPC 
Vesikel bindet. Aufgrund der geringen Bindungsaffinität wurde die TMD1 auch in 
POPC/POPG (7:3) LUVs untersucht. Es konnte gezeigt werden, dass die positiv geladene 
TMD1 stärker an die negativen POPC/POPG (7:3) Vesikel bindet. Überraschenderweise 
induziert die TMD1 in den POPC/POPG (7:3) LUVs bei sehr hohen Peptidkonzentrationen 
(P/L = 1:25) allerdings nahezu 100 % Leakage, wohingegen sie bei sehr niedrigen 
Konzentrationen (P/L = 1:400) kein Leakage induziert. Basierend auf den SRCD-Daten, die auf 
β-Faltblatt/β-Schleifen Strukturen hindeuten, und der hohen Bindungsaffinität an die Vesikel 
liegt die Vermutung nahe, dass die hohe Tendenz des Ausströmens der in den Vesikeln 
eingeschlossenen Fluorophore auf eine unspezifische Zerstörung der Vesikel, hervorgerufen 




konnten basierend auf einem solchen Experiment zeigen, dass in POPC Vesikel rekonstituiertes 
Melittin Poren mit einer definierten Größe ausbildet, wohingegen in negativen POPG Vesikeln 
ein nicht selektives, detergenzartiges Leakage erfolgt155. Auch M. N. MELO et al. beobachteten, 
dass sich das Bindungsverhalten des antimikrobiellen Peptids Omiganan ändert, sofern die 
Vesikel negative PG-Lipide enthalten. Die Untersuchung der Bindungsaffinität des Omiganan 
in POPG Vesikeln zeigte bei niedrigen Lipidkonzentrationen eine unerklärliche, massive 
Zunahme der Bindungsaffinität171. Solch ein Verhalten wurde auch bei der TMD1 in 
POPC/POPG LUVs beobachtet. Diese Ergebnisse zeigen, dass die negative Lipidkopfgruppe 
von POPG das Verhalten von Peptiden relativ stark beeinflusst. 
 
4.5 Struktur- und Funktionsmodell des Pinholins S2168 des Phagen φ21 
Das bisher von T. PANG et al. postulierte Modell für den Mechanismus der Lochbildung des 
Pinholins S2168 beruht auf unterschiedlichen Mutationsanalysen63,66,67,101. Sie postulieren, dass 
zunächst beide TMDs des Pinholins in der inneren Membran des Bakterienwirts insertiert 
vorliegen und sich lytisch inaktive Pinholin-Homodimere ausbilden63,66. Erst durch das 
spontane Flippen der TMD1 aus der Membran in Richtung Periplasma werden die beiden 
TMD2 in räumliche Nähe gebracht und die nun aktiven Dimere können homotypisch über ihr 
Glycin-Zipper Motiv (G40xxxS44xxxG48) miteinander interagieren
63,66,67,101. Nach Erreichen 
einer kritischen Konzentration solcher aktiven Dimere in der Membran oligomerisieren diese 
und lagern sich letztendlich zu einem heptameren Loch um66,67,101.  
Basierend auf der strukturellen und funktionellen Charakterisierung der TMD2 und der TMD1 
postulieren wir ein neues Struktur- und Funktionsmodell für das Pinholin S2168 des 
Phagen φ21130. Die Festkörper-15N-NMR-Studien der TMD2 ermöglichten die Bestimmung 
der Membranausrichtung der TMD2 und zeigten, dass ein Glycin-Zipper Motiv 
(G40xxxS44xxxG48) sowie weitere polare Reste (T51, T54, N55) seitlich entlang der um 14° 
geneigten Helix positioniert sind (Abb. 61A/B). Dieser hydrophile Streifen ist somit frei 
zugänglich für Helix-Helix Interaktionen130. Trotz der fehlenden TMD1 des Pinholins in dem 
untersuchten TMD2 Fragment kann über dessen Struktur im inaktiven Dimer spekuliert 
werden. Die Mutationsanalysen von T. PANG et al. deuten darauf hin, dass A37, A38, V41, S44, 
L47 sowie G48 der TMD2 mit der TMD1 interagieren
67,101. Diese Aminosäuren sind, bis auf A38, 
um das Glycin-Zipper Motiv herum positioniert beziehungsweise Teil des Motivs. Neben der 
TMD2 verfügt auch die TMD1 über ein Glycin-Zipper Motiv (G10xxxG14xxxG18) sowie über 





Abbildung 61: Membranausrichtung der TMD2 sowie helical mesh der TMD2 und TMD1 des Pinholins S2168 
Hydrophobe Aminosäuren sind in gelb, hydrophile in blau dargestellt und Glycine sind grün markiert. (A) Basierend auf den 
durchgeführten NMR-Studien der TMD2 konnte gezeigt werden, dass die TMD2 um 14° geneigt und relativ steif in der 
Membran eingelagert vorliegt. Die Rotationsanalyse der TMD2 ergab, dass ein Glycin-Zipper Motiv (rot umrandet) sowie 
mehrere polare Reste seitlich entlang der geneigten Helix positioniert sind und diese somit frei für Helix-Helix Interaktionen 
sind130. (B) Das helical mesh der TMD2 ist gezeigt, wobei das Glycin-Zipper Motiv rot umrandet ist. (C) Das helical mesh der 
TMD1 zeigt, dass diese ebenfalls ein Glycin-Zipper Motiv (G10xxxG14xxxG18) aufweist (schwarz umrandet) und zudem auf 
der gegenüberliegenden Seite der Helix (links und rechts auf der helical mesh Projektion) mehrere polare Reste vorliegen. 
Erstellt wurden die beiden helical mesh mittels der Protein-ORIGAMI-Webanwendung115 (Abbildung verändert entnommen 
aus L. M. E. STEGER et al.130).  
T. PANG et al. postulieren, basierend auf ihren Mutationsanalysen, dass der Großteil des Glycin-
Zipper Motivs (G10, G14, G17, G21, L28) auf der TMD1 zu den Lipiden gerichtet ist. 
Diese Annahme beruht darauf, dass eine Erhöhung der Hydrophobizität dieser Aminosäuren 
durch entsprechende Mutationen zu Leucin das Flippen der TMD1 verzögerte. Hingegen wurde 
durch die Mutation zu Glutamin die Polarität erhöht und das Flippen der TMD1 beschleunigt101. 
Diese Anordnung der TMD1 im inaktiven Dimer erweist sich jedoch als energetisch ungünstig, 
da nach Flippen der TMD1 aus der Membran die hydrophilen Aminosäuren den Lipiden 
ausgesetzt wären. Vielmehr können diese Mutationsdaten auch einfach darauf zurückzuführen 
sein, dass es energetisch ungünstiger ist im geflippten Zustand der TMD1 die hydrophoberen 
mutierten Aminosäuren der hydrophilen Umgebung auszusetzen. Daher postulieren wir, dass 
das rechtsgängige Glycin-Zipper Motiv auf der TMD1 mit dem frei zugänglichen Glycin-
Zipper Motiv auf der TMD2 interagiert (Abb. 62A)130. Aufgrund dieser Orientierung der 
TMD1 ist dessen polarer Streifen frei für intermolekulare Interaktion mit einem weiteren 
inaktiven Pinholin. In der Mitte dieser polaren Oberfläche der TMD1 liegt das A12 und durch 
Mutationsstudien von T. PANG et al. konnte gezeigt werden, dass der inhibitorische 
Antipinholin Charakter der irs-Mutante durch Mutation dieses Alanins zu Leucin (irsS2168A12L) 
beeinträchtigt wurde, sofern diese Mutante zusammen mit dem Pinholin Wildtyp vorlag und 




Wechselwirkungen im inaktiven Dimer beteiligt sein, was auch in unserem postulierten Modell 
der Fall wäre. Im Gegensatz zu dem bisher postulierten Helix-Bündel von T. PANG et al.66,101 
sind die Helices der beiden inaktiven Pinholine nun allerdings in einer Linie angeordnet 
(Abb. 62D)130.  
Ausgehend von dem neuen inaktiven Pinholin Modell ist es der TMD1 nicht möglich die 
Lipiddoppelschicht komplett zu durchspannen, wodurch dessen geladener N-Terminus ins 
Innere der Membran gezogen wird. Diese energetisch ungünstige Anordnung würde somit die 
transmembrane Orientierung der TMD1 destabilisieren und auch die Rolle der verlängerten 
Antipinholin Sequenz gut erklären130. Bisher postulieren T. PARK et al., dass der inhibitorische 
Charakter des Antipinholins auf seiner zusätzlichen Ladung am N-Terminus zurückzuführen 
ist63. Der N-Terminus des Pinholins besteht aus den Aminosäuren M4D5K6 und im Antipinholin 
sind es die Aminosäuren M1K2S3M4D5K6. Allerdings ist fraglich, ob das Flippen der TMD1 
derart stark durch eine einzige zusätzliche Ladung beeinflusst wird, zumal der N-Terminus des 
Pinholins bereits eine negative und positive Ladung trägt. Basierend auf dem hier präsentierten 
Strukturmodell für das inaktive Pinholin wäre der geladene N-Terminus der verlängerten 
TMD1 des Antipinholins nicht mehr in der Lipiddoppelschicht lokalisiert, wodurch die 
transmembrane Orientierung stabilisiert würde130. Das Antipinholin würde die Ausbildung 
aktiver Pinholin-Dimere verzögern, da seine transmembrane Orientierung der TMD1 nicht 
destabilisiert ist. Die verlängerte Sequenz um das polare Serin und das basische Lysin scheint 
von Natur aus eine gute Wahl zu sein, da diese in die Kopfgruppenregion der Membran 
hineinragen könnten und die Hydrophobizität nicht erhöht wird, weshalb immer noch ein 





Abbildung 62: Neues Struktur- und Funktionsmodell des Pinholins S2168 des Phagen φ21 
Basierend auf der strukturellen und funktionellen Charakterisierung der TMD2 und der TMD1 stellen wir ein neues Struktur- 
und Funktionsmodell des Pinholins S2168 des Phagen φ21 auf130. (A) Gezeigt ist die vorgeschlagene Struktur des inaktiven 
Pinholin-Dimers, bei welchem das Glycin-Zipper Motiv auf der TMD1 G10xxxG14xxxG18 mit dem Glycin-Zipper 
G40xxxS44xxxG48 auf der TMD2 interagiert130. (B) Das Modell des aktiven Dimers ist gezeigt, bei welchem die TMD1 aus der 
Membran geflippt ist und sich zu antiparallelen β-Faltblättern auf der Membranoberfläche umgefaltet hat. Das Glycin-Zipper 
Motiv auf der TMD2 vermittelt die Ausbildung eines rechtsgängigen Dimers. Stabilisiert wird diese Anordnung der Helices 
durch Interaktionen zwischen V41-G43 sowie Wechselwirkungen der polaren Aminosäuren T51-T51, N55-N55 und T54-Y52130. 
(C) Gezeigt ist das vorgeschlagene heptamere pinhole (nur fünf Pinholine sind gezeigt), in welchem sich die TMD2 zu einem 
rechtsgängigen Loch zusammenlagert und der polare Streifen der TMD2 ins Innere des Lochs zeigt (Glycin-Zipper Motiv ist 
rot umrandet). Stabilisiert wird das pinhole durch Interaktionen zwischen V41-G43 und G48-L50130 sowie vermutlich durch die 
oberflächengebundene TMD1, welche als aggregierte β-Faltblätter vorliegt. (D) Aufsicht auf zwei zusammengelagerte inaktive 
Dimere. Über den polaren Streifen auf der TMD1 (blau) können zwei inaktive Dimere, welche jeweils über das Glycin-Zipper 
Motiv (grüne Punkte) auf der TMD1 und der TMD2 interagieren, miteinander wechselwirken. (E) Aufsicht auf das aktive 
TMD2/TMD2 Dimer und die Wechselwirkung über ihr Glycin-Zipper Motiv (grüne Punkte), wobei die geflippte TMD1 nicht 
gezeigt ist. (F) Aufsicht auf das durch rechtsgängig angeordnete TMD2 gebildete pinhole, bei welchem das polare Serin (blauer 
Punkt) in das Innere des Lochs weist. Die geflippte TMD1 ist nicht gezeigt130 (Abbildung verändert entnommen aus L. M. E. 
STEGER et al.130). 
Nach dem Flippen der TMD1 des Pinholins aus der Membran kann sich das seitlich zugängliche 
Glycin-Zipper Motiv auf der TMD2 mit einer zweiten TMD2 zu einem rechtsgängigen aktiven 
Dimer zusammenlagern (Abb. 62B/E)130. Basierend auf diversen Mutationsstudien postulieren 
T. PANG et al. ebenfalls solch ein aktives, über das Glycin-Zipper Motiv interagierendes 
Pinholin-Dimer66,67,101. Die leichte Neigung der Helix um 14° ermöglicht zudem stabilisierende 
Interaktionen zwischen T51-T51, N55-N55 und T54-Y52 und das V41 würde perfekt in die durch 
das G43 gebildete Tasche passen
130. Bisher wurde angenommen, dass die geflippte TMD1 auf 
der Membranoberfläche ihre α-helikale Faltung beibehält. Allerdings zeigte die 




zusammenlagert, wobei die geringe Signalintensität der positiven Bande auf 
oberflächengebundene Aggregate hindeutet (siehe Abb. 52A). Das SRCD-Spektrum des 
Pinholins entspricht zudem keinem reinen α-helikalen Spektrum, sondern deutet aufgrund der 
nur schwach ausgeprägten negativen Bande bei 209 nm und der Verschiebung der zweiten 
negativen Bande zu kürzeren Wellenlängen auf einen gewissen Anteil an antiparallelen 
β-Faltblättern hin (siehe Abb. 59). Demnach scheint lediglich die TMD2 des Pinholins α-helikal 
gefaltet in der Membran eingelagert zu sein, wohingegen die oberflächengebundene TMD1 sich 
zu antiparallelen β-Faltblättern zusammenlagert. Basierend auf diesen Ergebnissen postulieren 
wir, dass sich die TMD1 umfaltet, nachdem sie aus der Membran geflippt ist und so eine erneute 
Insertion in die Membran verhindert wird.  
Nachdem die aktiven Pinholin-Dimere eine kritische Konzentration in der Membran erreicht 
haben, sollen diese laut T. PANG et al. in der inneren Membran oligomerisieren und sich zu 
einem Loch zusammenlagern, wobei sie, basierend auf ihren elektronenmikroskopischen 
Aufnahmen und MD Simulationen, ein Heptamer vorschlagen66,67. Solch ein heptameres 
pinhole würde auch mit den Ergebnissen des größenselektiven Fluorescein-Leakage-
Experiments übereinstimmen. Allerdings sind die Ergebnisse aus den Festkörper-15N-NMR-
Messungen der TMD2 nur mit einer rechtsgängigen Anordnung der Helices in der Membran 
kompatibel130 und nicht mit der postulierten linksgängigen oligomeren Struktur nach T. PANG 
et al., bei welcher die Helix zudem auch deutlich stärker geneigt ist66. In beiden Modellen zeigt 
der polare Streifen der TMD2, welcher das Glycin-Zipper Motiv enthält, zur Innenseite des 
Lochs und die hydrophoben Aminosäuren sind zur Membran gerichtet (Abb. 62C/F)66,67,130. 
In unserem Modell wird dieses heptamere Loch vermutlich durch Helix-Helix Interaktionen 
zwischen V41-G43 sowie G48-L50 stabilisiert, da die hydrophoben Seitenketten perfekt in die von 
den Glycinen gebildeten Taschen passen. Des Weiteren sind polare Wechselwirkungen 
zwischen Y52 und T54 denkbar
130. Interessanterweise erhielten T. PANG et al. tatsächlich Lyse-
defekte Pinholine, sofern die Aminosäuren G43, G48 und T54  mutiert wurden
101. Zusätzliche 
Stabilität wird dem gebildeten Loch vermutlich durch der auf der Membranoberfläche 
lokalisierten TMD1, welche sich zu aggregierten β-Faltblatt Strukturen zusammenlagert, 
verliehen. 
Anhand der in dieser Arbeit durchgeführten strukturellen und funktionellen Charakterisierung 
der TMD1 und der TMD2 konnte somit ein neues Struktur- und Funktionsmodell des Pinholins 
S2168 des Phagen φ21 aufgestellt werden130. Wir postulieren ein lytisch inaktives Dimer, bei 




interagieren und die Helices zweier inaktiver Pinholine in einer Linie angeordnet sind. 
Nach dem Flippen der TMD1 aus der Membran faltet sich diese zu antiparallelen β-Faltblättern 
um und im nun aktiven Dimer werden TMD2-TMD2 Wechselwirkungen über das Glycin-
Zipper Motiv ermöglicht. Nach Erreichen einer kritischen Konzentration an aktiven Dimeren 






5 Zusammenfassung  
Im Rahmen dieser Arbeit sollte das Pinholin S2168 des Phagen φ21 erstmals mittels 
verschiedener biophysikalischer Methoden strukturell und funktionell charakterisiert werden. 
Hierzu wurden die beiden TMDs des Pinholins getrennt voneinander betrachtet, wozu diese 
mittels chemischer Peptidsynthese hergestellt wurden. 
Es konnte gezeigt werden, dass die TMD2 des Pinholins α-helikal gefaltet vorliegt und sie diese 
Konformation auch in allen untersuchten Lipidsystemen beibehält. Mittels SROCD- und 
Festkörper-15N-NMR-Spektroskopie konnte die transmembrane Orientierung der TMD2 
nachgewiesen werden, wobei sich die Helix durch Neigung der hydrophoben Dicke der 
Membran anpasst. Zudem konnte anhand 2D-15N-NMR-Messungen in DMPC Membranen der 
exakte Neigungswinkel der TMD2 mit τ = 14° und einem Ordnungsparameter der TMD2 mit 
Smol = 0,91 bestimmt werden
130. Die Rotationsanalyse ergab, dass seitlich entlang der geneigten 
Helix ein polarer Streifen, bestehend aus einem Glycin-Zipper Motiv (G40xxxS44xxxG48) und 
den polaren Aminosäuren T51, T54, N55, positioniert ist, welcher somit frei zugänglich für Helix-
Helix Interaktionen ist130. Anhand fluoreszenzbasierter Vesikel-Leakage-Experimente konnte 
erstmals der postulierte lochbildende Charakter der TMD2 experimentell bewiesen werden, 
wobei die Lochbildung durch die Variation der Lipidzusammensetzung und der hydrophoben 
Dicke der Membran beeinflusst wird. Des Weiteren konnte erstmals experimentell bewiesen 
werden, dass das Glycin-Zipper Motiv auf der TMD2 entscheidend für die Ausbildung der 
Löcher ist, wobei dem zentralen Serin S44 des Motivs eine große Bedeutung zugeschrieben 
werden kann. Die Größe des gebildeten Lochs konnte mit einem Durchmesser von kleiner als 
2 nm grob abgeschätzt werden, demnach konnte erstmals bewiesen werden, dass das Pinholin 
lediglich, entsprechend seiner Funktion die PMF zu entkoppeln, kleine Löcher in der Membran 
ausbildet130. Die Strukturuntersuchung der TMD1 deutet darauf hin, dass die TMD1 nur in ihrer 
transmembranen Orientierung α-helikal gefaltet vorliegt und sich, nachdem sie aus der 
Membran geflippt ist, zu antiparallelen β-Faltblättern umlagert. Erste Ergebnisse aus den 
Vesikel-Leakage-Experimenten deuten zudem darauf hin, dass die TMD1 wie erwartet keinen 
lochbildenden Charakter aufweist. 
Basierend auf diesen Ergebnissen konnte ein neues Struktur- und Funktionsmodell des 
Pinholins S2168 des Phagen φ21 aufgestellt werden, mit einem lytisch inaktiven Dimer (Glycin-
Zipper basierte TMD2/TMD1-TMD1/TMD2 Wechselwirkungen), dem aktiven rechtsgängigen 
Dimer (Glycin-Zipper basierte TMD2/TMD2 Wechselwirkungen) und einem oligomeren Loch 




6 Material  
6.1 Geräte, Chemikalien und Verbrauchsmaterial  
6.1.1 Geräte  
 
Gerät Hersteller 
Chromatographiesäule PerfectSil Semiprep, C4 10 µm, 250 x 10 mm, 
Vydac, MZ Analysetechnik 
Extruder Avanti® Mini Extruder, Avanti® Polar Lipids 
Flockeneisbereiter AF80, Scotsman® 
Halb-Mikroküvette, Quarzglas Suprasil®, 
10 mm, schwarz (1,4 ml) 
Hellma® Analytics 
HPLC: 
   Detektor    
   Pumpe 
   Thermostat 
   Steuerbox 
 
MD-2010 Plus, Jasco 
PU-2087 Plus, Jasco 
CO-2060 Plus, Jasco  
LC-NetII/ADC, Jasco 
Hydratationsofen BS042, Thermo Scientific Heraeus 
Kälte- und Wärmethermostat Ministat, Huber 
Kühlschränke   
    4 °C LABEX®, Kirsch  
Siemens 
    -20 °C AEG 
LGUex 1500 MediLine, Liebherr 
    -80 °C HERAfreeze®, Thermo Scientific 
HF 286 Basic, Heraeus 
Langpassfilter GG395, 3 mm Schott 
Langpassfilter GG495, 3 mm Schott 
LC-MS 1100 Serie, Agilent 
Bruker Daltonics 
Lyophilisator Alpha 2-4 LD, Christ  
Magnetrührer IKAMAG RCT, IKA® Labortechnik 
RH basic 2, IKA® Labortechnik  
Makroküvette, Quarzglas Suprasil®, 
10 mm, (3,5 ml) 
Hellma® Analytics 
Mikroliterspritze 1700er Serie, Hamilton Company  
700er Serie, Hamilton Company 
NMR-Spektrometer Avance, 600 MHz (UltrashieldTM), Bruker 
Biospin 
NMR-Probenkopf HFP Flatcoil (Bruker, modifiziert) 
HX LowE Flatcoil (Eigenbau) 
Peptidsynthesizer Syro II, MultiSynTech GmbH 
pH-Messgerät  PCE-BPH-1, PCE Instruments  






Pipetten Reference, Eppendorf 
    10 µl, 20 µl, 100 µl, 200 µl, 1000 µl,  
    5 ml 
Research, Eppendorf 
Research plus, Eppendorf 
Quarzglasprobenträger, Suprasil®, 20 nm Hellma® Optics 
Reinstwasseranlage Milli-Q, Millipore  
Rundküvette (CaF2, zerlegbar), 12,44 µm, 
7,43 µm 
Hellma®  
Spektrofluorimeter Fluorolog, HORIBA Jobin Yvon  
FluoroMax 2, HORIBA Jobin Yvon 
Spektropolarimeter  J-815, Jasco Labor- und Datentechnik (GmbH) 
UV-CD12-Strahlrohr, KARA (KIT) 
(Synchroton-basiertes CD-Instrument) 
Ultraschallgeräte Branson Sonifier 250, G. Heinemann, 
Ultraschall und Labortechnik 
Sonorex Digitec, Bandelin 
Ultrasonic Cleaner USC600T, VWR 
UV-Vis Spektrophotometer  Ultrospec 7000, GE Healthcare  
UV-2600, Shimadzu 
Vakuumpumpe 2522C-02, Welch Ilmvac 
Vaccubrand 
Vortexer TopMix FB15024, Fisher Scientific  
Genie 2, Bender und Hobein AG 
Vortex Genius 3, IKA® Labortechnik 
Waagen AE 260 DeltaRange®, Mettler Toledo 
BP 301S, Sartorius 
ME5, Sartorius 
M2P, Sartorius 
PB 3001, Mettler Toledo 
Wasserbad B-480, Büchi 
SC 100, Thermo Fisher Scientific  
S 14P, Thermo Fisher Scientific  
Zentrifugen 2-6, Sigma 
5415, Eppendorf 
Biofuge fresco, Heraeus Instruments  
MiniSpin Plus, Eppendorf 
PerfectSpin 24R, Peqlab 
Zentrifugenrotoren  11030, Sigma 
13034, Sigma 
F-45-12-11, Eppendorf 








6.1.2 Chemikalien  
 
Chemikalie Hersteller 








glycerol (Natriumsalz) (TOCL) 
Avanti® Polar Lipids 
6-Carboxyfluorescein Sigma Aldrich 
Chloroform Uvasol® Merck 
1,2-didecanoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
(DDPC) 
Avanti® Polar Lipids 
1,2-Dieicosenoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
(DEiPC) 






Avanti® Polar Lipids 
1,2-Dimyristoleoyl-sn-glycero-3-
phosphocholin (DMoPC) 
Avanti® Polar Lipids  
1,2-Dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
(DMPC) 






sulfonyl) (Ammoniumsalz) (18:1 Liss Rhod 
PE), in Chloroform  
Avanti® Polar Lipids 
1,2-Dipalmitoleoyl-sn-glycero-3-
phosphocholin (DPoPC) 
Avanti® Polar Lipids  
D(+)-Saccharose  Acros Organics 
Ethanol VWR Chemicals  
Fluorescein-isothiocynat-dextran FD4 Sigma Aldrich 
Fluorescein-isothiocynat-dextran FD20 Sigma Aldrich 
Fluorescein-isothiocynat-dextran FD40 Sigma Aldrich 
Fluorescein-isothiocynat-dextran FD70 Sigma Aldrich 
1,1,1,3,3,3-Hexafluor-2-propanol (HFIP) Merck, Roth 
Kaliumsulfat (K2SO4) Roth 
Methanol Uvasol® Merck 
Natriumdodecylsulfat (SDS) Roth, Sigma Aldrich 















Acros Organics, Sigma Aldrich  
Phosphatpuffer-Konzentrat für 500 ml Puffer Titrisol®, Merck  
Salzsäure (HCl) Fisher Scientific, Fluca® Analytical, Roth 
Sheep Anti-FITC-UNLB IgG Southern Biotech 
Sephacryl® 100-HR Sigma Aldrich 
Sephacryl® 500-HR Sigma Aldrich 
Triton X-100 Sigma Aldrich 
p-Xylol-bis(N-pyridiniumbromid) (DPX) Invitrogen 
 
6.1.3 Verbrauchsmaterial  
 
Verbrauchsmaterial Hersteller 
Deckgläser (7,5 mm × 12 mm) Marienfeld-Superior 
Einmalspritzen (20 ml) BD DiscarditTM 
Filterpapier (NMR) Macherey-Nagel  
Frischhaltefolie (Polyethylenfolie) Sarogold  
Kanülen Sterican© B. Braun  
Labortücher (20,5 cm × 20 cm,  
11 cm × 21 cm) 
KIMTECH Science 




Parafilm® Bemis  
Petrischalen (94 mm × 16 mm) Greiner bio-one 
Pipettenspitzen Sarstedt  
Reaktionsgefäße (1,5 ml, 2 ml, 15 ml, 50 
ml) 
Sarstedt 










6.2 Puffer und Lösungen für die Fluoreszenzmessungen  
6.2.1 ANTS/DPX-Leakage-Messungen  
Innerer Puffer (ANTS/DPX-Puffer) 
 
ANTS (12,5 mM) 53,4 mg 
DPX (45 mM) 190 mg 
PIPES-Na2 (10 mM) 34,6 mg  
mit ddH2O auf 10 ml auffüllen  
pH 7 einstellen, Lagerung bei 4 °C 
  
Äußerer Puffer  
D(+)-Saccharose (190 mM) 13 g 
PIPES-Na2 (10 mM) 693 mg 
 mit ddH2O auf 200 ml auffüllen 
pH 7 einstellen  
  
 
6.2.2 Fluorescein-Leakage-Messungen  
PIPES-Na2 Puffer  
PIPES-Na2 (50 mM) 3,46 g 
 mit ddH2O auf 200 ml auffüllen 
pH 7 einstellen  
  
CF-Lösung (1 mM)  
6-Carboxyfluorescein  564 µg 
 mit PIPES-Na2 (50 mM) auf 1,5 ml 
auffüllen 









CF-Lösung (50 µM)  
CF-Lösung (1 mM)  200 µl 
 mit PIPES-Na2 (50 mM) auf 4 ml 
auffüllen, Lagerung bei 4 °C 
  
Triton X-100-Lösung (20%)  
Triton X-100 2 ml 
 mit ddH2O auf 10 ml auffüllen 
 
6.2.3 FRET Messungen und Bindungsaffinitätsmessungen  
PIPES-Na2 Puffer  
PIPES-Na2 (10 mM) 693 mg 
 mit ddH2O auf 200 ml auffüllen 




ChemDraw Professional 16.0 PerkinElmer 
ExPASy    Swiss Institute of Bioinformatics (SIB)  
FluorEssence V3.8   HORIBA, Jobin Yvon 
ProCD12 selbstgeschriebenes Programm (Siegmar Roth, KIT, 
IBG2), angelehnt an CDToolX (Departement Biological 
Sciences, Birkbeck)   
ProtParam     Swiss Institute of Bioinformatics (SIB)  
Steuerungssoftware CD/OCD selbstgeschrieben (Siegmar Roth, KIT, IBG2) 
TopSpin 4.0.6    Bruker Biospin  





7 Methoden  
7.1 Peptidsynthese 
Die Synthese sowie die anschließende Aufreinigung der verschiedenen Pinholin Konstrukte 
wurde von Dr. Parvesh Wadhwani, Andrea Eisele und Kerstin Scheubeck (KIT, IBG2) 
durchgeführt.  
Die Herstellung der Peptide erfolgt mittels automatisierter Festphasenpeptidsynthese nach 
einem Standard-Festphasen Fmoc Protokoll und anschließender Aufreinigung mittels HPLC. 
Alle hierfür verwendeten Chemikalien stammen von Merck, Biosolve BV, Actu-All chemicals, 
Iris Biotech und Eurisotop. Für die Synthese wird ein niederbeladenes Rink-Amid Harz 
verwendet, wobei ein 50 µmol Ansatz gewählt wird. Es erfolgt eine Doppelkupplung jeder 
einzelnen Fmoc-geschützten Aminosäure für 30 min bei Raumtemperatur, welche mit jeweils 
8 Äquivalenten an Fmoc-Aminosäure, HBTU (2-(1H-Benzotriazol-1-yl)-1,1,3,3-
tetramethyluronium-hexafluorphosphat), HOBt (N-Hydroxybenzotriazol) und 16 Äquivalenten 
DIPEA (N,N-Diisopropylethylamin) in DMF (N,N-Dimethylformamid) durchgeführt wird. 
Lediglich das 15N-markierte Leucin wird manuell unter Verwendung von 2 Äquivalenten über 
Nacht gekoppelt. Die Fmoc-Schutzgruppe wird jeweils durch Inkubation mit 20 % Piperidin in 
DMF für 20 min entfernt. Zwischen den einzelnen Kupplungs- und Entschützungsschritten 
wird mit DMF gewaschen. Nach erfolgter Synthese wird das Harz mit DMF und Methanol 
gewaschen und 1 h unter verminderten Druck getrocknet. Das Peptid wird durch Zugabe einer 
Lösung aus 77,5 vol% TFA (Trifluoressigsäure), 5 vol% Triisopropylsilan, 5 vol% Thioanisol, 
5 vol% Phenol, 2,5 vol% Ethandithiol und 5 vol% ddH2O vom säurelabilen Harz abgespalten. 
Pro 100 mg Harz werden 1 ml dieser Abspaltungslösung hinzugefügt und für 4 h bei 
Raumtemperatur geschüttelt. Nach Abtrennung des Harzes und der Entfernung des TFAs wird 
der Rückstand mit Diethylether versetzt und dieser nach Zentrifugation abdekantiert. 
Zuletzt wird das erhaltene Pellet in Acetonitril/Wasser (1/1, v/v) gelöst und am Lyophilisator 
getrocknet.  
 
High Performance Liquid Chromatography (HPLC) 
Die HPLC ist ein computergesteuertes Chromatographiesystem, welches zur Aufreinigung von 
Peptiden genutzt werden kann. Für die Aufreinigung der verschiedenen mittels 
Festphasenpeptidsynthese hergestellten Pinholin Konstrukte wird eine semipräparative 
C4-Säule verwendet. Das Rohmaterial wird mittels Wasser/Acetonitril Gradienten, welche 




analytischen Flüssigchromatographiesystem (LC-MS), welches mit einem µTOF 
Massenspektrometer verbunden ist, wird das Molekulargewicht der aufgereinigten Peptide 
überprüft. Zur Entfernung des Lösungsmittels werden die Peptide lyophilisiert.  
 
7.2 Methoden zur strukturellen Analyse 
7.2.1 CD-Spektroskopie 
Die Synchrotron-basierten CD-Messungen werden an dem UV-CD12-Strahlrohr der 
Synchrotronstrahlungsquelle KARA (KIT) durchgeführt. Die Peptide werden hierfür in SUVs 
rekonstituiert. Hergestellt werden die SUVs durch Cosolubilisierung der Peptide und Lipide in 
organischen Lösungsmitteln in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50. 
Die Peptidstammlösungen werden in HFIP angesetzt und die Lipidstammlösungen in 
MeOH/CHCl3 (1/1, v/v). Die Lösungsmittel werden im N2-Strom evaporiert und deren 
vollständige Entfernung erfolgt durch weitere 3 h im Vakuum. Die getrockneten Peptid-Lipid-
Filme werden in 25 µl Phosphatpuffer (10 mM, pH 7) aufgenommen und die Homogenisierung 
der Proben erfolgt durch 10 Gefrier-Tau-Zyklen. Durch anschließende 5-minütige 
Ultraschallbehandlung werden die SUVs generiert. Nach analogem Vorgehen werden 
Referenzproben ohne Peptid hergestellt. 3,5 µl der Suspension (2 mg/ml) wird jeweils in eine 
zerlegbare Calciumfluorid Rundküvette mit einer Schichtdicke von 12,44 µm beziehungsweise 
7,43 µm gefüllt177. Die exakte Schichtdickenbestimmung der Rundküvetten erfolgte mittels 
Interferometrie durch eine Mehrfachbestimmung, welche von dem CD-Team von Dr. Jochen 
Bürck (KIT, IBG2) durchgeführt wurden. Die Messungen werden bei 22 °C oder 35 °C 
durchgeführt, je nachdem wie hoch die Phasenübergangstemperatur Tm der verwendeten Lipide 
ist. Die Spektren werden in 0,5 nm Intervallen im Bereich von 175-275 nm aufgenommen, 
wobei die Scangeschwindigkeit 18 nm/min und die spektrale Bandbreite 1 nm betragen. 
Die dwell time beträgt 1500 ms und die lock-in time 300 ms. Es werden von jeder Probe drei 
Spektren aufgenommen und diese gemittelt. Von dem gemittelten Peptidspektrum wird das 
gemittelte Referenzspektrum der reinen Lipidprobe abgezogen. Zur Korrektur der Basislinie 
wird diese im Bereich um 260 nm auf null gesetzt und zudem werden die Spektren geglättet. 
Zum qualitativen Vergleich der Spektren werden diese normiert. Für die Ermittlung der 
Sekundärstruktur werden die Spektren mit den Basisspektren reiner Sekundärstrukturelementen 




Bei wasserlöslichen Peptiden erfolgt die Herstellung der SUVs analog wie gerade beschrieben, 
wobei das Peptid erst nach der Ultraschallbehandlung hinzugefügt wird und die Probe 
anschließend 30 min inkubiert wird. Die Konzentration der Peptidstammlösung wird zuvor 
anhand der UV-Absorption bei 280 nm ermittelt, wodurch eine konzentrationsunabhängige 
Sekundärstrukturanalyse über die Berechnung der mittleren molaren Elliptizität pro 





   [
𝑑𝑒𝑔∗𝑐𝑚2
𝑑𝑚𝑜𝑙
]       𝑚𝑖𝑡 𝑐𝑟 =
𝑐∗𝑛
𝑀
      (1) 
θ = Elliptizität [deg] 
d = Schichtdicke der Küvette [cm] 
cr = molare Konzentration pro Peptidbindung [mol/l] 
c = Peptidkonzentration [g/l] 
M = Molekulargewicht [g/mol] 
n = Anzahl der Peptidbindungen  
 
7.2.2 OCD-Spektroskopie 
Durchgeführt werden die SROCD-Messungen an dem UV-CD12-Strahlrohr der 
Synchrotronstrahlungsquelle KARA (KIT). Die Peptide werden hierfür in makroskopisch 
orientierten Lipiddoppelschichten rekonstituiert. Das Peptid und die Lipide werden in 
organischem Lösungsmittel in einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis von 1 zu 50 
cosolubilisiert, wobei die Peptidmenge konstant gehalten wird. Die Peptidstammlösungen 
werden in HFIP angesetzt und die Lipidstammlösungen in MeOH/CHCl3 (1/1, v/v). 
Die Lösungsmittel werden daraufhin im N2-Strom evaporiert und deren vollständige 
Entfernung erfolgt durch weitere 3 h im Vakuum. Die erhaltenen Peptid-Lipid-Filme werden 
jeweils in einer kleinen Menge an HFIP aufgenommen und ein Aliquot (7,5 µg Peptid) wird 
auf ein Quarzglasprobenträger (d = 20 nm) kreisförmig und mittig in einen Durchmesser von 
12 nm aufgetragen. Nach Verdampfen des Lösungsmittels wird dieses durch weitere 3 h 
Vakuum vollständig entfernt. Die Quarzglasprobenträger werden in den Probenhalter 
eingespannt, welcher danach in eine Hydratationszelle eingebaut wird. Die Probe wird darin 
über Nacht bei der Messtemperatur und 96-97 % relativer Luftfeuchtigkeit (gesättigte 
K2SO4-Lösung) hydratisiert. Nach analogem Vorgehen werden Referenzproben ohne Peptid 




eingebaut, welche senkrecht zum Strahl steht und automatisiert um den Lichtstrahl rotiert. 
Die Spektren werden in 0,5 nm Intervallen im Bereich von 175-275 nm aufgenommen, wobei 
die Scangeschwindigkeit 16 nm/min und die spektrale Bandbreite 1 nm betragen. Die dwell 
time beträgt 1500 ms und die lock-in time 300 ms. Die Messzelle wird während den Messungen 
schrittweise um 45 ° rotiert, wodurch letztendlich 8 Scans erhalten werden und diese gemittelt 
werden. Von dem Peptidspektrum wird das Referenzspektrum der reinen Lipidprobe 
abgezogen. Die Basislinie wird im Bereich um 260 nm null gesetzt und das Spektrum geglättet. 
Die charakteristische Bande bei 208 nm der erhaltenen SROCD-Spektren gibt Auskunft über 
die Orientierung der Helix in der Membran128,129. Zum qualitativen Vergleich der Spektren 
werden diese auf ihr Minimum im Bereich von 222 nm normiert. 
 
7.2.3 Festkörper-15N-NMR-Spektroskopie  
Für die Festkörper-NMR-Messungen werden selektiv 15N-markierte Peptide in makroskopisch 
orientierten Lipiddoppelschichten auf Glasplättchen rekonstituiert. Das molare Peptid- zu 
Lipidverhältnis beträgt 1 zu 50, wobei die Lipidmenge von 18 mg pro Probe konstant gehalten 
wird. Sowohl die Peptide als auch die Lipide werden in HFIP gelöst und anschließend 
gleichmäßig auf 20 Glasplättchen (7,5 mm × 12 mm × 0,06 mm) aufgetragen. Nach Trocknung 
an der Luft werden die Glasplättchen über Nacht im Exsikkator unter vermindertem Druck 
inkubiert. Am nächsten Tag werden die Plättchen vorsichtig gestapelt, wobei ein zusätzliches 
Plättchen ohne Probe den Abschluss bildet. Durch Hydratisierung über Nacht bei 48 °C und 
einer relativen Luftfeuchtigkeit von 96 % (gesättigte K2SO4-Lösung) erfolgt die Ausbildung 
der orientierten Lipiddoppelschichten. Anschließend wird der Stapel mit zwei Schichten 
Parafilm sowie Polyethylenfolie verpackt, um das Austrocknen der Probe während der 
Messung zu verhindern. Alle Messungen erfolgen bei einer Temperatur von 309 K an einem 
Bruker UltrashieldTM 600 MHz Spektrometer. Für die 31P-NMR-Messungen wird ein 
modifizierter Bruker HFP Flatcoil Probenkopf verwendet und ein im Arbeitskreis gebauter HX 
lowE Flatcoil Probenkopf wird für die 15N-NMR-Messungen genutzt. In der 1H-Dimension 
werden alle Spektren über die Wasserlinie bei 4,7 ppm referenziert und außerdem wird an der 
Wasserlinie die Magnetfeldhomogenität optimiert178,179. Vor und nach den 15N-NMR-
Messungen wird jeweils ein 31P-NMR-Spektrum aufgenommen, um die Qualität der 
makroskopisch orientierten Lipiddoppelschichten zu überprüfen. Die 15N-NMR-Spektren 
werden mit Kreuzpolarisation aufgenommen, wobei hier die CP-MOIST Pulssequenz 




(Small Phase Incremental Alternation) und eine 1H-Entkopplungsfeldstärke von 30 kHz 
gewählt181,182. Die 15N-Trägerfrequenz (carrier frequency) wird auf 110 ppm gesetzt und die 
1H-Trägerfrequenz auf 9 ppm. 
Das 2D-SAMMY Experiment139 wird für NMR-Experimente, bei denen die 15N-chemische 
Verschiebung mit der 1H-15N-dipolaren Kopplungsfrequenz korreliert, verwendet, wobei dieses 
mit der verbesserten SAMP14 Pulssequenz140 durchgeführt wird. Für die 2D-15N-NMR-
Messungen werden dieselben Trägerfrequenzen wie bei den 1D-15N-NMR-Messungen 
verwendet. Die 1H-B1-Feldstärke liegt bei 51 kHz und mit einer Feldstärke von 30 kHz wird 
während der 10 ms Acquisitionszeit entkoppelt. Die aufgenommenen Daten werden zero-filled 
und die 1H-15N-dipolare Kopplungsdimension wird nach A. A. NEVZOROV et al.140 skaliert. 
Für die Bestimmung des Neigungswinkels τ, des Ordnungsparameters Smol sowie der 
Rotationswinkel der Aminosäuren werden simulierte PISEMA (Polarization Inversion Spin 
Exchange at Magic Angle) Spektren berechnet und diese mit den aufgenommenen Spektren 
verglichen. Für die Simulationen der PISA-wheels wird das Programm opisawheel (von 
Dr. Stephan Grage, KIT, IBG2) verwendet. Die Simulationen beruhen auf der Annahme einer 
idealen α-Helix mit uniformen dihedralen Winkeln (Φ = -60.7°; Ψ = -44.7°), uniformen 
chemischen Verschiebungshauptachsenelementen (σ11N = 64 ppm; σ22N = 77 ppm; σ33N = 
222 ppm), einer N-H-Bindungslänge von 1,07 Å sowie einem uniformen Winkel von δ = 18,5° 
zwischen dem N-H-Bindungsvektor und der Tensorhauptachse σ33N
138,183.  
 
Definition des Rotationswinkels ρ 
Der Rotationswinkel ρ kann als Rechtsdrehung um die Achse der Helix beschrieben werden 
und gibt folglich die Lage des Cα-Atoms einer Aminosäure auf der Helixoberfläche an. 
Das rechtshändige Koordinatensystem der Membran wird durch die Achsen xN, yN und zN 
wiedergegeben, wobei die Achse zN der Membrannormalen N entspricht. Das ebenfalls 
rechtsgängige Koordinatensystem der Helix bilden entsprechend die Achsen xH, yH und zH, 
wobei die Achse zH parallel zur Helixachse vom N-Terminus in Richtung C-Terminus der 
α-Helix verläuft. Die y-Achse beider Koordinatensysteme weist in die Papierebene hinein 
(yH = yN) und bildet die Drehachse für den Neigungswinkel τ, welcher festgelegt ist als eine 
Rechtsdrehung von der Membrannormalen N um die y-Achse. 
Der Rotationswinkel ρ = 0 wird in der vorliegenden Arbeit als Kreuzprodukt der Drehachse des 
Neigungswinkels τ (𝑦𝑁⃗⃗ ⃗⃗   beziehungsweise 𝑦𝐻⃗⃗ ⃗⃗  ) und der Helixachse (𝑧𝐻⃗⃗⃗⃗ ) festgelegt. Daraus ergibt 





Abbildung 63: Definition des Rotationswinkels ρ  
Die Abbildung wurde entnommen aus S. D. MÜLLER et al.184 
 
7.3 Methoden zur funktionellen Analyse   
Alle fluoreszenzspektroskopischen Messungen werden an einem Fluorolog Spektrofluorimeter 
(HORIBA Jobin Yvon) durchgeführt. 
7.3.1 ANTS/DPX-Leakage-Experimente 
Für die Messungen werden die Peptide in LUVs rekonstituiert. Die Vesikel werden durch 
Cosolubilisierung von Peptid und Lipiden in organischen Lösungsmitteln hergestellt. 
Die Lipidstammlösungen (10 mM) werden in MeOH/CHCl3 (1/1, v/v) angesetzt und mit 
0,01 mol% Rhodamin-PE versetzt, um den Verlust an Lipid während der Probenvorbereitung 
zu quantifizieren (Anregungswellenlänge: 540 nm, Emissionswellenlänge: 587 nm). 
Die Peptide werden in HFIP gelöst und eine 2 mM Stammlösung hergestellt. Es werden Lipide 
und Peptid in definierten molaren Peptid- zu Lipidverhältnissen zusammenpipettiert, wobei die 
Lipidmenge konstant gehalten wird (200 µl der Stammlösung). Zudem wird eine sogenannte 
Blank Probe ohne Peptid vorbereitet, welche für die spätere Auswertung der Daten benötigt 
wird und durch welche zudem erkannt werden kann, ob die Vesikel per se intakt sind. 
Die Lösungsmittel werden anschließend im N2-Strom evaporiert und durch weitere 3 h im 
Vakuum vollständig entfernt. Die erhaltenen Peptid-Lipid-Filme werden in jeweils 200 µl 
ANTS/DPX-Puffer aufgenommen und anschließend 10 Gefrier-Tau-Zyklen durchgeführt. 
Für die Herstellung der LUVs werden die Proben anschließend 21-mal durch eine 
Polycarbonatmembran mit einem Porendurchmesser von 100 nm extrudiert. Die erhaltenen 
Vesikel-Lösungen werden über Nacht im Dunkeln gelagert. Am darauffolgenden Tag werden 
die ANTS/DPX-Messungen in einer Quarzküvette mit einem Gesamtvolumen von 1,5 ml 




(Anregung: 355 nm; Spaltbreite 3,5 nm beziehungsweise 4 nm). Durch den Einsatz eines 
GG395 Langpassfilters (3 mm) werden Störungen durch die Anregungswellenlänge vermieden. 
Die Messungen erfolgen unter ständigen Rühren bei 22 °C beziehungsweise bei 35 °C, sofern 
das Lipid POPE enthalten ist (Tm(POPE) = 25°C). Die POPE enthaltenen Proben werden zudem 
auf einer Heizplatte extrudiert und anschließend bei 35 °C im Heizblock gelagert. 
Durch Größenausschlusschromatographie werden die sich außerhalb der Vesikel befindlichen 
ANTS-Fluorophore und DPX-Quencher entfernt. Hierfür werden 60 µl der Vesikel-Lösung auf 
eine mit äußerem Puffer (10 mM PIPES-Na2, 190 mM Saccharose, pH 7) equilibrierte 
Sephacryl 100-HR Minisäule aufgetragen und für 2 min bei 3000 rpm zentrifugiert. Hier ist zu 
beachten, dass ein Auslaufen der in den Vesikeln eingeschlossenen Moleküle auf der 
Gelfiltrationssäule beginnt, da das Peptid bereits in den LUVs eingelagert ist und somit die 
Löcher schon ausgebildet sind. Daher werden die Fluoreszenzmessungen zeitgleich mit der 
Zentrifuge gestartet. Direkt nach erfolgter Entfernung der sich im Außenmedium befindlichen 
Moleküle werden 40 µl der zentrifugierten Vesikel-Lösung im Dunkeln in die Küvette 
überführt, in welcher äußerer Puffer vorlegt ist. Nach einer Messdauer von 900 s werden 20 µl 
einer 20 %igen Triton X-100-Lösung zur vollständigen Solubilsierung der Vesikel hinzugefügt. 
Für die Datenanalyse der ANTS/DPX-Leakage-Messungen wird folgende Formel verwendet: 
 
                      𝐿𝑒𝑎𝑘𝑎𝑔𝑒 [%] =  
𝐼−𝐼0
𝐼𝑇𝑟𝑖𝑡𝑜𝑛−𝐼0
∗ 100        (2) 
I = Fluoreszenz der Probe  
I0 = Grundfluoreszenz der Probe  
ITriton = Fluoreszenz nach Zugabe von Triton X-100 (100 % Leakage) 
 
Zu beachten ist, dass die Grundfluoreszenz der Peptidproben berechnet werden muss, da ein 
Auslaufen der in den Vesikeln eingeschlossenen Fluorophore bereits auf der Säule beginnt und 
somit die Grundfluoreszenz nicht detektiert werden kann. Für die Ermittlung der 
Grundfluoreszenz der Peptidprobe (I0 (Peptidprobe)) wird folgende Formel verwendet: 
𝐼0 (𝑃𝑒𝑝𝑡𝑖𝑑𝑝𝑟𝑜𝑏𝑒) =  𝐼0(𝐵𝑙𝑎𝑛𝑘) ∗
𝐼𝑇𝑟𝑖𝑡𝑜𝑛(𝑃𝑒𝑝𝑡𝑖𝑑𝑝𝑟𝑜𝑏𝑒)
𝐼𝑇𝑟𝑖𝑡𝑜𝑛 (𝐵𝑙𝑎𝑛𝑘)
      (3) 
Da es sich bei der Blank Probe lediglich um eine Lipidprobe handelt, wird kein Leakage 




kann. Für den besseren Vergleich der ANTS/DPX-Messungen werden die erhaltenen Leakage-
Werte nach 900 s angegeben.   
Für ANTS/DPX-Leakage-Messungen wasserlöslicher Peptide werden nach dem eben 
beschriebenen Vorgehen LUVs hergestellt, jedoch ohne Peptid. Die Lipidproben werden 
41-mal durch eine Polycarbonatmembran mit einem Porendurchmesser von 100 nm extrudiert. 
Mittels Gelfiltrationschromatographie werden die nicht eingeschlossenen Fluorophore und 
Quencher entfernt. Da es sich hier um Proben ohne Peptid handelt, kann die tatsächliche 
Lipidkonzentration in der Küvette durch Aufnahme eines Rhodamin-Emissionsspektrums 
(Anregung: 540 nm, Emission: 587 nm) vor der Extrusion und nach der Gelfiltration ermittelt 
werden. Das Peptid wird in Wasser gelöst und die exakte Konzentration der Stammlösung wird 
anhand seiner UV-Absorption bei 280 nm ermittelt. Bei den Messungen wird die 
Lipidkonzentration in der Küvette auf 100 µM eingestellt und das Peptid wird in variierender 
Menge hinzugefügt, um die entsprechenden molaren Peptid- zu Lipidverhältnisse einzustellen. 
Zu Beginn der Messung werden in der Küvette zunächst der äußere Puffer und das Peptid 
vorgelegt und bei einer Temperatur von 22 °C stetig gerührt. Nach 100 s werden die LUVs 
hinzugefügt und über einen Zeitraum von 900 s die zeitliche Zunahme der ANTS-Fluoreszenz 
detektiert. Zur vollständigen Solubilsierung werden 20 µl der 20 %igen Triton X-100-Lösung 
hinzugefügt. Für die Datenanalyse der ANTS/DPX-Leakage-Messungen wird Formel (3) 
verwendet. Da das Peptid von außen zugegeben wird, entspricht die Grundfluoreszenz der 
Fluoreszenzintensität nach Zugabe der Vesikel und muss demnach nicht berechnet werden. 
 
7.3.2 Fluorescein-Leakage-Experimente 
Die Präparation der LUVs erfolgt analog zu denen der ANTS/DPX-Leakage-Messungen 
(Kapitel 7.3.1.), wobei unterschiedlich große Fluorophore darin eingeschlossen werden. 
Es werden Proben in nur einem molaren Peptid- zu Lipidverhältnis hergestellt (P/L = 1:100 
beziehungsweise P/L = 1:50). Zusätzlich werden Proben ohne Peptid hergestellt. Die erhaltenen 
Peptid-Lipid-Filme werden in jeweils 200 µl Fluorophor-Puffer aufgenommen. Für die 
Herstellung der in ihrer Größe variierenden Fluorophor-Puffer werden die verschiedenen 
FITC-Dextrane in 50 mM PIPES-Na2 (pH 7) gelöst und deren Fluoreszenzintensität an die 
Intensität einer 50 µM CF-Lösung angepasst. Hierfür wird ein Emissionsspektrum über den 
Bereich von 490-700 nm bei einer Anregungswellenlänge von 480 nm aufgenommen. Nach der 
bereits beschriebenen Herstellung der LUVs werden diese zur Entfernung der sich außerhalb 




Sephacryl 500-HR verwendet und der äußere Puffer ist 50 mM PIPES-Na2 (pH 7). Analog zu 
den ANTS/DPX-Leakage-Messungen wird die Messung zeitgleich mit der Zentrifuge gestartet 
und das Gesamtvolumen in der Küvette beträgt 1,5 ml. Nach der Entfernung der sich im 
Außenmedium befindlichen Fluorophore wird ein Anti-Fluorescein-Antikörper hinzugefügt, 
welcher die Fluoreszenz der ausströmenden Fluorophore quencht. Die zeitliche Abnahme der 
Fluoreszenz des Fluoresceins wird bei 525 nm (Spaltbreite 14 nm beziehungsweise 10 nm) 
detektiert (Anregung: 490 nm, Spaltbreite: 1,25 nm). Durch den Einsatz eines 
GG495 Langpassfilters (3 mm) werden Störungen durch die Anregungswellenlänge 
vermieden. Nach einer Messdauer von 2500 s werden 50 µl einer 20 %igen Triton X-100-
Lösung zur vollständigen Solubilsierung der Vesikel hinzugefügt. Zu beachten ist, dass die 
Quenching-Effizienz des Antikörpers lediglich bei 90 % liegt. Für die Datenanalyse wird das 
erhaltene Fluoreszenzsignal nach Zugabe von Triton X-100 jedoch als 100 % Leakage gesetzt. 
Nach jeder Messung wird zudem ein Rhodamin-Emissionsspektrums (Anregung: 540 nm, 
Emission: 587 nm) aufgenommen. Für die Ermittlung, von wie viel Prozent der vorliegenden 
Fluorescein-Derivaten die Fluoreszenz durch den Antikörper gequencht wird, wird folgende 
Berechnung vorgenommen: 
𝐹𝑙𝑢𝑜𝑟𝑒𝑠𝑧𝑒𝑛𝑧 𝑏𝑒𝑖 525 𝑛𝑚 [%] =  
𝐼−𝐼𝑇𝑟𝑖𝑡𝑜𝑛
𝐼0−𝐼𝑇𝑟𝑖𝑡𝑜𝑛
∗ 100   (6) 
I = Fluoreszenz der Probe  
I0 = Gesamtfluoreszenz der Probe zu Beginn  
ITriton = Fluoreszenz nach Zugabe von Triton X-100  
 
Die Fluoreszenz nach der Zugabe von Triton X-100 wird als 100 % Leakage und somit als 0 % 
Fluoreszenz bei 525 nm definiert. Die Gesamtfluoreszenz zu Beginn der Messung muss auch 
bei diesen Experimenten ermittelt werden, da das Auslaufen der in den LUVs eingeschlossenen 
Fluorophoren bereits auf der Säule beginnt. Sofern während der Messung die Fluoreszenz der 
Probe kaum abnimmt, kann die Gesamtfluoreszenz durch einen linearen Fit bestimmt werden. 
Sofern ein Großteil der Fluorophore aus den Vesikeln entwichen ist, was sich in nur einer 
geringen Abnahme der Fluoreszenz nach der Zugabe von Triton X-100 widerspiegelt, muss die 






     𝐼0 = 𝐼𝑅ℎ𝑜 ∗
𝐼𝑜(𝐵𝑙𝑎𝑛𝑘)
𝐼𝑅ℎ𝑜(𝐵𝑙𝑎𝑛𝑘)
         (7) 
Hierbei entspricht IRho der Fluoreszenz des Rhodamins (Anregung: 540 nm, Emission 587 nm) 
der Peptidprobe nach Beendigung der Messung. I0 entspricht der Fluoreszenz der Probe ohne 
Peptid (Blank) nachdem der Antikörper hinzugefügt wurde und IRho ist die Fluoreszenz des 
Rhodamins der Blank Probe nach Ende der Messung.  
 
7.3.3 FRET-Spektroskopie  
Für die FRET-Experimente werden die Peptide in LUVs rekonstituiert. Die Vesikel werden 
durch Cosolubilisierung von Peptiden und Lipiden in organischen Lösungsmitteln hergestellt. 
Die Lipidstammlösungen (8 mM) werden in MeOH/CHCl3 (1/1, v/v) angesetzt und mit 
0,01 mol% Rhodamin-PE versetzt. Das Donorpeptid sowie das Akzeptorpeptid werden in HFIP 
gelöst und jeweils eine 107 µM Stammlösung hergestellt. Da die genaue Peptidkonzentration 
in der HFIP Stammlösung nicht bestimmt werden kann, wird zuvor ein Konzentrationsfaktor 
ermittelt. Hierfür wird jeweils eine kleine Menge des Donor- als auch des Akzeptorpeptids in 
Acetonitril/Wasser (1/1, v/v) gelöst und die Konzentration anhand der UV-Absorption bei 
280 nm ermittelt. Aus jeweils drei unabhängigen Stammlösungen wird dann ein 
Konzentrationsfaktor des Peptids bestimmt und dieser dann entsprechend bei dem Ansetzen der 
Peptidstammlösungen in HFIP berücksichtigt. Bei den FRET-Messungen beträgt das molare 

















Tabelle 7: Pipettierschema für die Herstellung der Proben für die FRET-Messungen 
xD (Donormolenbruch) Donor [µl] Akzeptor [µl] Lipid [µl] 
Blank 0 0 200 
0 0 100 200 
0,1 10 90 200 
0,2 20 80 200 
0,3 30 70 200 
0,4 40 60 200 
0,5 50 50 200 
0,6 60 40 200 
0,65 65 35 200 
0,7 70 30 200 
0,75 75 25 200 
0,8 80 20 200 
0,85 85 15 200 
0,9 90 10 200 
1 100 0 200 
Die Lösungsmittel werden anschließend im N2-Strom evaporiert und durch weitere 3 h im 
Vakuum vollständig entfernt. Die erhaltenen Peptid-Lipid-Filme werden in jeweils 250 µl 
10 mM PIPES-Na2 (pH 7) aufgenommen und 5 Gefrier-Tau-Zyklen durchgeführt. Für die 
Herstellung der LUVs werden die Proben anschließend jeweils 21-mal durch eine 
Polycarbonatmembran mit einem Porendurchmesser von 100 nm extrudiert. Die erhaltenen 
Vesikel-Lösungen werden über Nacht im Dunkeln gelagert. Am darauffolgenden Tag werden 
70 µl der extrudierten Probe mit 1930 µl Phosphatpuffer (10 mM PIPES-Na2, pH 7) gemischt 
und eine Stunde inkubiert. Von jeder Probe werden daraufhin bei 22 °C drei verschiedene 
Emissionsspektren aufgenommen: 
• Anregung des Tryptophans bei 290 nm (Emission: 305-555 nm) 
• Anregung des Dansyls bei 345 nm (Emission: 360-650 nm) 
• Anregung des Rhodamins bei 540 nm (Emission: 560-700 nm) 
Von allen erhaltenen Spektren wird der entsprechende Lipiduntergrund, also das Spektrum 
einer Probe ohne Peptid, abgezogen. Für die Datenanalyse wird die sensibilisierte Emission des 
Akzeptors Eapp,se nach folgender Gleichung, welche auf K. KAWANO et al.














                   (4) 
FAD = Fluoreszenzintensität des Akzeptors in Gegenwart des Donors 
FA = Fluoreszenzintensität des Akzeptors in Abwesenheit des Donors 
𝜀𝐴(𝜆𝐷
𝑒𝑥) = Extinktionskoeffizient des Akzeptors bei der Anregungswellenlänge des Donors 
𝜀𝐷(𝜆𝐷
𝑒𝑥) = Extinktionskoeffizient des Donors bei seiner Anregungswellenlänge  
mit 𝜀𝐴(𝜆𝐷
𝑒𝑥)/𝜀𝐷(𝜆𝐷
𝑒𝑥) = 0,345 
Diese ermittelte sensibilisierte Emission des Akzeptors Eapp,se wird gegen den Molenbruch des 
Donors xD aufgetragen. An diese Daten wird eine Kurve angefittet, welche auf folgender 
Gleichung nach K. KAWANO et al.163 basiert: 
𝐸𝑎𝑝𝑝,𝑠𝑒 = 𝐸 ∗
𝑥𝐷
1−𝑥𝐷
∗ (1 − 𝑥𝐷
𝑛−1)                  (5) 
E = FRET-Effizienz 
xD = Molenbruch des Donors 
n = Oligomerisierungsgrad  
Ausgehend von dieser Kurvenanpassung kann der Oligomerisierungsgrad n bestimmt werden. 
 
7.3.4 Bindungsaffinitätsmessungen  
Für die Messungen werden LUVs ohne Peptid, wie bereits in Kapitel 7.3.1. für wasserlösliche 
Peptide beschrieben, hergestellt. Bei dem inneren und dem äußeren Puffer handelt es sich bei 
den Bindungsaffinitätsmessungen um 10 mM PIPES-Na2 (pH 7). Zunächst werden, wie bereits 
in Kapitel 7.3.1. für wasserlösliche Peptide beschrieben, die Lipidkonzentration sowie die 
Konzentration des Peptids bestimmt. Die Messungen werden bei 22 °C und einem 
Gesamtvolumen von 1,5 ml in der Küvette unter ständigem Rühren durchgeführt. 
Die Anregungswellenlänge beträgt 280 nm und das Emissionsspektrum wird über den Bereich 
von 300-540 nm aufgenommen. Es werden verschiedene Spektren mit variierender 
Lipidkonzentration aufgenommen, wobei die Peptidkonzentration in der Küvette konstant bei 
1 µM gehalten wird. Der äußere Puffer wird vorgelegt und nach Zugabe der LUVs wird die 
Probe zur Einstellung des Gleichgewichts 5 min inkubiert und danach direkt ein 
Vesikelspektrum aufgenommen. Nach der Zugabe des Peptids und einem weiteren 5-minütigen 




korrespondierende Vesikelspektrum abgezogen wird. Um einen Basiswert zu erhalten wird 
zudem auch ein reines Pufferspektrum aufgenommen und durch Zugabe des Peptids wird das 
Spektrum eines ungebundenen Peptids in Lösung erhalten. Die Lipidkonzentration wird nun 
soweit erhöht, bis keine Verschiebung des Fluoreszenzmaximums mehr ersichtlich ist. 
Das Spektrum, welches bei der höchsten Lipidkonzentration aufgenommen wird, entspricht 
dem eines vollständig gebundenen Peptids. Bei allen Spektren wird der Fluoreszenzwert bei 
der Wellenlänge abgelesen, bei welcher das Fluoreszenzmaximums des vollständig 
gebundenen Zustands des Peptids liegt. Die Datenanalyse erfolgt basierend auf M. N. MELO et 
al.171 und N. C. SANTOS et al.170. Die verschiedenen Fluorenzenzwerte F(cL) werden gegen die 
entsprechende Lipidkonzentration cL aufgetragen, wobei ein Fit, welcher einer 
Adsorptionsisotherme entspricht, an die folgende Funktion gelegt wird: 
𝐹(𝑐𝐿) =  𝐹𝐿
𝑐𝐿𝐾𝑎
(1+𝑐𝐿𝐾𝑎)
+ 𝐹𝑃              (8) 
F(cL) = Tryptophan-Fluoreszenz bei einer Lipidkonzentration cL 
FL = Tryptophan-Fluoreszenz des lipidgebundenen Peptids (cL → ∞) 
cL = gegebene Lipidkonzentration [mol/l] 
Ka = Assoziationskonstante [l/mol] 
FP = Tryptophan-Fluoreszenz des Peptids in reinem Puffer 
Für die Bestimmung des molaren Anteils an lipidgebundenen Peptids xL wird von den 
Fluoreszenzwerten F(cL) die Fluoreszenz des Peptids in Puffer FP subtrahiert und anschließend 
durch den Grenzwert der Adsorptionsisotherme FL dividiert. Somit gilt: 
𝑥𝐿 =  
𝑐𝐿𝐾𝑎
(1+𝑐𝐿𝐾𝑎)
         (9) 
Somit kann aus der durch den Fit erhaltenen Adsorptionsisotherme die Assoziationskonstante 
Ka ermittelt werden und anhand nachfolgender Gleichung kann der Verteilungskoeffizient Kp 
berechnet werden: 
𝐾𝑎 = 𝐾𝑃 ∗ 𝛾𝐿          (10) 
KP = Verteilungskoeffizient 




Für die Ermittlung des molaren Volumens der Lipide in ihrer flüssigkristallinen Phase wird als 
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°   Grad 
%   Prozent 
Å   Angström  
Abb.   Abbildung  
ANTS   6-Aminonaphthalin-1,3,6-trisulfonsäure 
a. u.    arbitrary units 
°C   Grad Celsius  
CSA   Chemical Shift Anisotropy 
CD   Circular Dichroism, Zirkulardichroismus  
CF   Carboxyfluorescein  
CHCl3   Chloroform 
CP   Cross Polarisation 
C-terminal  Carboxyterminus  
CW   Continous Wave 
d   Durchmesser 
D   dimensional 
Da   Dalton 
DAP   2,6-Diaminopimelinsäure 
dc   Hydrophobe Dicke  
ddH2O   doppelt destilliertes Wasser  
DDM   Dodecyl-β-D-maltosid 
DDPC   1,2-Didecanoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
deg   degree 
DEiPC   1,2-Dieicosenoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
DErPC  1,2-Dierucoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
DLPC   1,2-Dilauroyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
DMF   N, N-Dimethylformamid 
DMoPC  1,2-Dimyristoleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
DMPC   1,2-Dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
DNA   Deoxyribonucleic Acid 
DOPC   1,2-Dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 




DPX   p-Xylol-bis(N-pyridiniumbromid) 
DSP   Dithiobis(succinimidylpropionat) 
Eapp,se   sensibilisierte Akzeptoremission  
E. coli   Escherichia coli 
EPR   Electron Paramagnetic Resonance 
FD   Fluorescein-isothiocyanat Dextran  
FITC   Fluorescein-isothiocyanat 
FRET   Förster-Resonanzenergietransfer 
h   Stunde(n) 
HCl   Salzsäure 
HFIP   1,1,1,3,3,3-Hexafluor-2-propanol 
HPLC   High Performance Liquid Chromatography  
(Hochleistungsflüssigkeitschromatographie) 
K   Kelvin 
kDa   Kilodalton 
kHz   Kilohertz  
Kp   Verteilungskoeffizient  
K2SO4   Kaliumsulfat 
l   Liter  
LUV   Large Unilamellar Vesicle 
M   Molar 
MD   Molecular Dynamics (Molekulardynamik) 
mdeg   millidegree 
MeOH   Methanol 
mg   Milligramm 
MHz   Megahertz  
min   Minute(n) 
ml   Milliliter 
mM   Millimolar 
mm   Millimeter 
MRE   Mean Residue Ellipticity 
MRSA   methicillinresistenter Staphylococcus aureus 






n   Oligomerisierungsgrad  
Ni(II)EDDA  Nickel(II)-Ethylendiamindiessigsäure  
nm   Nanometer 
N-terminal  Aminoterminal  
NMR   Nuclear Magnetic Resonance (Kernspinresonanz)  
OCD   Oriented Circular Dichroism (orientierter Zirkulardichroismus) 
PAGE   Polyacrylamide Gel Electrophoresis 
pH   potentia Hydrogenii 
PISA   Polarity Index Slant Angle 
PISEMA   Polarization Inversion Spin Exchange at Magic Angle 
P/L   Peptid- zu Lipidverhältnis  
PMF   protonenmotorische Kraft  
POPC   1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholin 
POPE   1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamin 
POPG   1-Palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phospho-(1'-rac-glycerol)  
ppm   parts per million 
ρ   Rotationswinkel  
r0   Förster-Abstand 
RNA   Ribonucleic acid 
rpm   revolutions per minute 
s   Sekunde(n) 
SAR   Signal Anchor Release 
SCAM   Substituted-Cysteine Accessibility Method 
SDS   Natriumdodecylsulfat (Sodiumdodecylsulfate) 
SDSL   Site-Directed Spin Labeling 
sec   sekretorischer Translokationsweg 
Smol   Ordnungsparameter  
SPINAL  Small Phase Incremental Alternation) 
SR   Synchrotron Radiation based (Synchrotron basiert) 
ss   singel stranded  




τ   Neigungswinkel 
Tab.   Tabelle 
TFA   Trifluoressigsäure  
Tm Phasenübergangstemperatur des Hauptübergangs der Lipide (Übergang 
von der Gelphase in die flüssigkristalline Phase) 
TMD(s)  Transmembrandomäne(n)  
TOCL   1',3'-Bis[1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phospho]-glycerol 
µg   Mikrogramm 
l   Mikroliter 
µmol   Mikromol 
UV   Ultraviolett  
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12.1 SROCD-Spektren der TMD2  
 
Abbildung 64: SROCD-Spektren der TMD2 in Lipiden mit gesättigten und einfach ungesättigten Lipidacylketten 
Die TMD2 wurde in makroskopisch orientierten Lipiddoppelschichten rekonstituiert (P/L = 1:50) und die Messungen wurden 
bei 35 °C durchgeführt. Alle SRCD-Spektren wurden auf ihr Minimum im Bereich von 223 nm normiert. Die Messungen 






12.2 Festkörper-31P-NMR Spektren 
 
Abbildung 65: Festkörper-31P-NMR Spektren der 15N-L47 markierten TMD2 in verschiedenen Lipiden 
Vor und nach den Festkörper-15N-NMR-Messungen wurden zur Überprüfung der Orientierung der Lipide 31P-NMR Spektren 






Abbildung 66: Festkörper-31P-NMR Spektren der 15N-L47 markierten TMD2 in verschiedenen Lipiden 
Vor und nach den Festkörper-15N-NMR-Messungen wurden zur Überprüfung der Orientierung der Lipide 31P-NMR Spektren 





Abbildung 67: Festkörper-31P-NMR Spektren selektiv 15N-markierter TMD2 in DMPC 
Vor und nach den Festkörper-15N-NMR-Messungen wurden zur Überprüfung der Orientierung der Lipide 31P-NMR Spektren 
aufgenommen. Die Messungen wurden alle bei 35 °C von M. Sc. Anne C. Görner im Zuge ihrer Masterarbeit durchgeführt 
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